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Bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão sujo e casca de soja são resíduos 
agroindustriais com elevado teor de holocelulose. O fungo filamentoso Aspergillus 
terreus fui cultivado por 6, 9, e 5 dias, nos meios contendo bagaço, piolho e casca de 
soja, respectivamente, como fontes de carbono. Quatro xilanases de baixas massas 
moleculares foram purificadas, com rendimentos variando entre 5,70 e 74,70% e 
maiores atividades no intervalo de pH 5,0-6,0 e temperaturas entre 45 e 60ºC. Os 
valores de Km para xilana de bétula solúvel variaram entre 0,42 e 15,33 mg/mL e para 
xilana insolúvel 0,47 e 10,90 mg/mL. As variações dos valores de Vmax para xilanas 
solúvel e insolúvel foram 0,15 e 5,37 UI/mL e 0,08 e 2,46 UI/mL, respectivamente. As 
quatro enzimas foram ativadas pelo íon Mn2+ (10 mM) e inibidas pelos íons Hg2+ e K+ 
(1 e 10 mM). MFA mostrou uma distribuição bimodal de partículas globulares, 
indicando que Xyl T1 é maior que Xyl T2. Xyl T1 e Xyl T2 foram específicas para 
xilana como substrato. A espectrometria de massa dos digestos trípticos de Xyl T1 e 
Xyl T2 mostrou dois espectros diferentes. Xyl T1 e Xyl T3 foram inibidas em maior ou 
menor grau por todos os compostos fenólicos enquanto que Xyl T2 e Xyl T4 foram 
bastante resistentes a todos os compostos fenólicos testados. Para Xyl T1, houve um 
aumento ou diminuição do Km aparente com xilana de bétula, dependendo do tipo de 
composto fenólico utilizado, entretanto houve uma diminuição do Km aparente de Xyl 
T2 para xilana de bétula, após a incubação desta enzima com todos os compostos 
fenólicos. A análise do hidrolisado de três tipos de polpas kraft e de xilana de bétula 
solúvel e insolúvel por Xyl T1 e Xyl T2 mostrou uma predominância na liberação de 
xilobiose indicando um mecanismo de ação do tipo endo. A ausência de atividade 







The filamentous fungus Aspergillus terreus was cultivated for 6, 9, and 5 days in media 
containing bagasse, dirty cotton residue and soybean residue, respectively, as the carbon 
sources. Low-molecular-weight xilanases, named Xyl T1, Xyl T2, Xyl T3 and Xyl T4, 
were purified with purification yields ranging between 5.70 and 74.70% and higher 
activities in the pH range 5.0-6.0 and temperatures between 45 and 60ºC. Km values for 
soluble and insoluble birchwood xylans were at the interval ranges of 0.42-15.33 
mg/mL and 0.47-10.90 mg /mL, respectively. Vmax values for soluble and insoluble 
birchwood xylans ranged from 0.15 to 5.37 IU/mL and 0.08 to 2.46 IU/mL, 
respectively. All the above enzymes were activated by Mn 2+ (10 mM) and inhibited by 
Hg 2+ and K + (1 and 10 mM). AFM showed a bimodal distribution of globular particles, 
indicating that Xyl T1 is larger than Xyl T2. Xyl T1 and Xyl T2 were specific for xylan 
as substrate. Mass spectrometry showed two different fingerprinting spectra for Xyl T1 
and Xyl T2, indicating that they are distinct enzymes. Xyl T1 and Xyl T3 were inhibited 
in a greater or lesser degree by all phenolic compounds, while Xyl T2 and Xyl T4 were 
very resistant to the inhibitory effect of all phenolic compounds tested. The apparent 
Km for Xyl T1 over birchwood xylan increased or decreased depending on the type of 
phenolic compound used, however, the apparent Km values of Xyl T2, using birchwood 
xylan as substrate, decreased in the presence of all phenolic compounds. The hydrolysis 
of cellulose pulps and soluble and insoluble birchwood xylan by Xyl T1 and Xyl T2 
showed predominance in the release of xylobiose indicating an endo-type mechanism. 
The absence of cellulolytic activity indicates that these enzymes have a potential for use 
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1.1. Consumo mundial de energia e aquecimento global 
  
Há mais de um século, foi postulada a ideia de que o CO2 proveniente da queima 
de combustíveis fósseis poderia levar a uma opacidade da atmosfera suficiente para 
aquecer a Terra (Arrhenius, 1896). No século XX, a população mundial quadruplicou, 
levando a um aumento no consumo de energia primária de aproximadamente 16 vezes. 
A teoria do efeito estufa causada por combustíveis fósseis tornou-se mais aceitável na 
medida em que observações foram sendo acumuladas e houve um melhor entendimento 
das ligações entre a queima de combustíveis fósseis, mudanças climáticas e impactos 
ambientais (Hoffert, Caldeira et al., 2002). O CO2 atmosférico aumentou de 
aproximadamente 275 ppm para aproximadamente 370 ppm, se não controlados, os 
níveis de CO2 podem passar de 550 ppm ainda nesse século. Modelos climáticos e 
paleontológicos sugerem que 550 ppm, se mantidos, poderiam eventualmente produzir 
um aquecimento global comparado em magnitude, mas com efeito oposto, ao 
resfriamento global visto na última Era do Gelo (Hoffert e Covery, 1992; Hoffert, 
Caldeira et al., 2002).    
Atualmente, o consumo energético primário mundial é de aproximadamente 12 
TW, dos quais, 85% são de combustíveis fósseis (Hoffert, Caldeira et al., 2002). O 
consumo mundial de energia primária cresceu 2,5% em 2011, menos da metade da taxa 
de crescimento experimentada em 2010, mas próximo da média histórica nos últimos 10 
anos. O petróleo continua sendo o combustível líder no mundo, com 33,1% do consumo 
global de energia, mas o mesmo continua a perder sua cota de mercado pelo décimo 
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segundo ano consecutivo, e sua participação de mercado atual é a mais baixa desde 
1965. Por outro lado, atualmente 30,3% da energia usada no mundo vêm do carvão, 
sendo esta a maior participação deste combustível no mercado desde 1969 (figura 1.1) 
(British Petroleum, 2012).  
 
 
Figura 1.1. O consumo mundial de energia primária entre os anos de 1986 e 2011 
(British Petroleum, 2012).  
 Entre as regiões do mundo, há um consumo diferente de cada uma das fontes 
energéticas. O carvão é o combustível dominante na região da Ásia-Pacífico, o gás 
natural é dominante na Europa e Eurásia, enquanto que o petróleo é o combustível 
dominante em todas as outras regiões. A participação de combustíveis renováveis ainda 
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Figura 1.2. Matriz energética mundial em 2011 (British Petroleum, 2012).  
 Com relação apenas à produção de energia elétrica no Brasil, a principal fonte é 
a hidrelétrica, representando 64,21%, da matriz energética elétrica brasileira, conforme 
dados da figura 1.3. A energia gerada a partir da biomassa, é atualmente de 10.677.550 
kW, correspondendo a 8,09% do total da energia elétrica produzida no país, já 
ultrapassando o percentual de produção a partir de petróleo (Aneel, 2013).  
 
Figura 1.3. Matriz de energia elétrica brasileira (Aneel, 2013). 
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Embora as estimativas variem, as reservas de combustíveis fósseis 
economicamente exploráveis incluem quase um trilhão de toneladas de carvão, mais de 
um trilhão de barris de petróleo liquefeitos e mais de 150 trilhões de metros cúbicos de 
gás natural. No ano 2000, o consumo mundial de carvão, petróleo e gás, correspondeu a 
0,5, 3,0 e 1,6% das reservas mundiais, respectivamente (Chow, Kopp et al., 2003). 
Mantendo-se constantes as taxas de produção e consumo de energia no mundo, as 
reservas atualmente conhecidas de petróleo durariam cerca de 40 anos, as de gás 
natural, 64 anos e as de carvão, 155 anos. Embora muito simplificada, essa análise 
ilustra porque combustíveis fósseis não podem ser considerados como a principal fonte 
de energia no mundo por mais de uma ou duas gerações. Além disso, os custos de 
produção aumentarão à medida que as reservas se aproximarão da exaustão e que 
tecnologias mais caras serão usadas para explorar e extrair tais recursos. (Goldemberg, 
2007). A figura 1.4 ilustra a quantidade de anos em que as três principais fontes 
energéticas mundiais não renováveis estariam disponíveis, se a produção e consumo de 
combustíveis mantiver a mesma taxa. Ao se dividir as reservas remanescentes no fim de 
cada ano pela produção no mesmo ano, o resultado é o período de tempo em que as 
reservas restantes durariam, se a produção e consumo mantivessem a mesma taxa. Nota-
se que o carvão é o único combustível para os quais as reservas durariam mais de um 
século (British Petroleum, 2012). 
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Figura 1.4. Reservas (em anos) para a produção de combustíveis fósseis no ano de 
2011 (British Petroleum, 2012).  
 Além da questão do esgotamento, o uso de combustíveis fósseis apresenta sérios 
problemas ambientais, particularmente, o aquecimento global (Goldemberg, 2007). 
Uma reconstrução da história recente do conteúdo de CO2 da atmosfera estabeleceu um 
aumento de 13% na concentração de CO2 atmosférico desde o período pré-industrial até 
o ano de 1958, e um aumento de 29% desde o mesmo período até o ano de 1995. 
Estudos baseados em isótopos de carbono relativamente abundantes confirmam o papel 
do carbono derivado de combustíveis fósseis no aumento observado na quantidade de 
CO2 (Holdren e Smith, 2000).  
 Como alternativa para o problema do aquecimento global causado pelos 
combustíveis fósseis, os biocombustíveis produzidos a partir de fontes energéticas 
renováveis podem ajudar a reduzir a queima destes combustíveis e a produção de CO2. 
Os biocombustíveis produzidos a partir de biomassa podem ajudar a reduzir tanto a 
dependência mundial por petróleo quanto a emissão de CO2. Isso ocorre porque o CO2 
liberado na queima se iguala ao CO2 gasto na fotossíntese, de forma que não há um 
aumento na quantidade total de CO2 na atmosfera (Naik, Goud et al., 2010).  
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1.2. Lignocelulose e parede celular vegetal 
 
A lignocelulose, o principal componente da biomassa vegetal, constitui cerca de 
metade da matéria produzida pela fotossíntese. É composta de principalmente de dois 
tipos de polisscarídeos – celulose e hemicelulose, além da lignina. O termo holocelulose 
refere-se ao arranjo entre os polissacarídeos que compõem a parede celular vegetal. A 
ocorrência, abundância, distribuição e estrutura da holocelulose são dependentes da 
espécie, tecido e condições de crescimento da planta (Andreaus, Filho et al., 2008).  
A lignina é um complexo fenólico amorfo, tridimensional, de subunidades 
aromáticas, normalmente derivadas de fenilalanina. A lignina é hidrofóbica e altamente 
resistente à degradação química e biológica. Funciona como uma matriz em volta dos 
polissacarídeos da parede celular das plantas, fornecendo uma rigidez adicional e 
tornando as paredes impermeáveis à água (Whetten e Sederoff, 1995; Andreaus, Filho et 
al., 2008).  
Por outro lado, a celulose, o polissacarídeo mais abundante na Terra, é um 
polímero altamente ordenado de celobiose, frequentemente cristalino, representando 
mais de 50% da massa das madeiras. O tamanho das moléculas de celulose varia entre 
as diferentes fontes (Martinez, Speranza et al., 2005; Andreaus, Filho et al., 2008). A 
justaposição de cadeias de celulose é mantida por ligações de hidrogênio, interações 
hidrofóbicas e forças de Van der Waals que mantêm o alinhamento paralelo da estrutura 
cristalina da microfibrila. Como resultado deste alinhamento, a celulose é insolúvel em 
diversos solventes e apresenta baixa acessibilidade a ácidos e a hidrólise enzimática 
(Balat e Balat, 2009). Estimativas indicam a produção de 1,5 trilhões de toneladas de 
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celulose anualmente, representando uma fonte inesgotável de matéria-prima para 
produtos biocompatíveis e ambientalmente corretos (Kumar, Singh et al., 2008).  
As hemiceluloses são o segundo polissacarídeo natural mais abundante e 
representam 25-35% da biomassa lignocelulósica. São polissacarídeos heterogêneos de 
pentoses (D-xilose, D-arabinose), hexoses (D-manose, a D-glucose, D-galactose) e 
ácidos D-galacturônico e D-glucurônico, formados pela união dos açúcares por ligações 
glicosídicas β-1,4 e, ocasionalmente, β-1,3, mas, ligações do tipo α-1,2 e α-1,5 também 
são encontradas entre resíduos de açúcares e a cadeia principal. (Pérez, Muñoz-Dorado 
et al., 2002). As hemiceluloses podem ser classificadas como xilanas, glicomananas, 
galactanas ou arabinanas, de acordo com o principal resíduo de açúcar presente em sua 
estrutura polimérica (Beg, Kapoor et al., 2001; Bhat e Hazlewood, 2001). Os açúcares 
C5 e C6, ligados por ligações glicosídicas 1,3, 1,6 e 1,4 são normalmente acetilados, 
formam uma estrutura solta, muito hidrófila, que funciona como uma cola entre a 
celulose e lignina (Andreaus, Filho et al., 2008). Madeiras de angiospermas ou plantas 
floríferas (hardwoods) contém principalmente xilanas, enquanto glucomananas são mais 
comuns em gimnospermas ou coníferas (softwoods) (Saha, 2003; Polizeli, Rizzatti et 
al., 2005; Teixeira, Siqueira et al., 2010). 
A parede celular vegetal é uma estrutura complexa, responsável por, entre outras 
funções, conferir resistência física às células vegetais. Consiste de três camadas (figura 
1.5 e 1.6), a camada mais externa é chamada de lamela média, é a primeira camada 
formada durante a divisão celular, e é formada principalmente por compostos pécticos e 
proteínas. Os compostos pécticos formam géis hidrofílicos que unem uma célula a outra 
e proporcionam tecidos coesos (Siqueira e Filho, 2010). A parede primária é uma 
estrutura altamente hidratada, com uma distribuição relativamente espaçada das 
microfibrilas de celulose, embebida em uma matriz gelatinosa que aumenta de tamanho 
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durante o crescimento da planta (Siqueira e Filho, 2010). A parede secundária está 
depositada sobre a parede primária e apresenta-se dividida em três camadas: S1, S2 e 
S3.  
 
Figura 1.5. Camadas da parece celular vegetal: ML (Lamela média), P (parede 
primária), S1, S2 e S3 (camadas da parede secundária) (Pérez, Muñoz-Dorado et al., 
2002), com modificações.  
 
 
Figura 1.6. Estrutura da parede celular de resíduos agrícolas (Siqueira e Filho, 2010). 
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Estas três camadas se organizam de modo a formar uma malha de polímeros 
entrelaçados por ligações covalentes e interações não covalentes. Principalmente nas 
paredes primárias, a rede de celulose-hemicelulose é permeada por pectinas, um tipo de 
polissacarídeo altamente hidrofílico que confere maior hidratação à estrutura. Além 
destes, também são encontrados outros componentes não estruturais como extrativos 
polares (fenóis e taninos), extrativos apolares (óleos e esteróis) (Martinez, Speranza et 




As xilanas são a principal classe de hemiceluloses em angiospermas, 
contribuindo com 15-30% do peso úmido total, mas são menos abundantes em 
gimnospermas, que contêm 7-12% de xilanas. São heteropolissacarídeos compostos 
principalmente de D-xilose, um açúcar de cinco carbonos que pode ser convertido em 
fonte de energia em diversas células microbianas. Além de xilose, as xilanas podem 
conter arabinose, ácido glucurônico e ácidos ρ-cumárico, acético e ferúlico. Xilanas de 
diferentes fontes, como gramíneas, cereais e madeira, diferem na sua composição 
(figura 1.7) (Filho, 1998; Saha, 2003).   
De acordo com seus substituintes mais comuns, a xilana pode ser classificada 
como homoxilana linear, arabinoxilana, glucuronoxilana, glucuronoarabinoxilana e 
galactoglucoronoarabinoxilanas. Homoxilanas são formadas apenas por resíduos de D-
xilose e não são comuns na natureza, tendo sido isoladas de poucas fontes como, por 
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exemplo, talos de tabaco. De acordo com seus substituintes, as xilanas podem ser 
classificadas em quatro grandes grupos: 1) Arabinoxilanas: são comumente isoladas de 
cereais e têm apenas cadeias laterais formadas de unidades de α-L-arabinofuranosil. 2) 
Glucuronoxilanas possuem o ácido α-D-glucurônico ou o seu derivado 4-O-metil-éter 
como único substituinte. 3) Glucuronoarabinoxilanas, tipicamente encontradas em 
gimnospermas, possuem tanto o ácido α-D-glucurônico ou o seu derivado 4-O-metil-
éter, como α-L-arabinofuranosil. (Filho, 2004; Polizeli, Rizzatti et al., 2005; Motta, 
Andrade et al., 2013).  4) Galactoglucoronoarabinoxilanas são caracterizadas pela 
presença do resíduo β-D-galactopiranosil como cadeia lateral, além dos grupos já 





Figura 1.7. Estrutura de xilana. Ac: grupo acetil; α-Araf: α-arabinofuranose; α-4-O-Me-
GlcA: Ácido α-4-O-metil-glucurônico (Sunna e Antranikian, 1997), com modificações.  
  Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 




 Xilanas são encontradas principalmente na parede celular secundária e forma 
uma interface entre a lignina e os polissacarídeos. É mais provável que a xilana esteja 
covalentemente ligada com os resíduos fenólicos da lignina e também interaja com os 
outros polissacarídeos (Kulkarni, Shendye et al., 1999; Beg, Kapoor et al., 2001). 
 
1.3. O papel da biomassa no sistema energético mundial 
 
O uso contínuo de combustíveis fósseis para suprir uma grande parcela da 
demanda energética mundial tem consequências ambientais negativas significativas. 
Assim, há um grande interesse na utilização de fontes renováveis para suprir nossas 
necessidades de combustível e matérias-primas químicas. Em vista do aumento dos 
preços do petróleo bruto devido a crescente demanda de combustíveis, a necessidade de 
fontes alternativas de energia deverá aumentar significativamente nos próximos anos. A 
parede celular vegetal representa metade do carbono orgânico da biosfera, sendo um 
substrato renovável abundante e, portanto, um potencial candidato para substituir uma 
grande fração de produtos que atualmente são derivados de combustíveis fósseis. 
Existem muitos microrganismos encontrados na natureza, que podem eficientemente 
degradar a parede celular e utilizar os subprodutos da sua degradação para sua 
alimentação (Minic e Jouanin, 2006; Smeets, Faaij et al., 2007; Moreira, Milanezi et al., 
2011).  
Dentre as alternativas aplicadas à redução das emissões de gases do efeito 
estufa destaca-se a substituição dos combustíveis de origem fóssil pelos combustíveis 
obtidos de fontes renováveis. A biomassa lignocelulósica é atualmente considerada a 
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única grande fonte renovável que pode produzir uma fracção significativa de 
combustíveis líquidos e materiais renováveis no futuro, pois a energia armazenada na 
fotossíntese a cada ano é de aproximadamente 30 vezes a energia consumida 
anualmente para o transporte. Os biocombustíveis podem ser produzidos a partir de 
material orgânico vegetal (ex.: milho, trigo, cana-de-açúcar, beterraba, mandioca, etc), 
resíduos das culturas agrícolas (ex.: palha e casca de arroz, sabugo e espigas de milho, 
farelo de trigo) ou outros tipos de resíduos (ex.: resíduos residenciais, resíduos de papel, 
derivados de madeira utilizada nas construções entre outros).  (Neves, Kimura et al., 
2007; Huang e Zhang, 2011). Uma grande variedade de biocombustíveis pode ser 
produzida a partir da biomassa lignocelulósica, incluindo etanol (Huang e Zhang, 2011; 
Goldemberg, 2013), butanol e/ou álcoois de cadeias longas (Atsumi, Hanai et al., 2008; 
Zhang, Sawaya et al., 2008), eletricidade (Campbell, Lobell et al., 2009; Logan, 2009), 
hidrogênio (Chow, Kopp et al., 2003; Ye, Wang et al., 2009), hidrocarbonetos (Serrano-
Ruiz e Dumesic, 2011; Wang, Huang et al., 2011) e ceras (Steen, Kang et al., 2010).  
Segundo previsões da Agência Internacional de Energia, as fontes renováveis de 
energia terão aumento progressivo em suas cotas no mercado energético mundial. A 
energia gerada a partir da biomassa, já no ano de 2040, iguala-se em importância ao 
petróleo. Ainda segundo previsões da mesma agência, no ano de 2050, a biomassa será 
a principal fonte de energia, suprindo 24,94% da energia consumida no mundo, um 
aumento de quase 11% em relação ao ano de 2009 (Iea, 2013). Estima-se que apenas os 
EUA têm potencial para produzir mais de 1,3 bilhões de toneladas (base seca) de 
biomassa por ano. Um bilhão de toneladas de biomassa seca produz entre 80 e 130 
bilhões de galões de etanol celulósico (Huang e Zhang, 2011; Santos, Queiróz et al., 
2012).  
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Matérias primas como milho, trigo, cana-de-açúcar, beterraba, mandioca, entre 
outros, podem ser usadas para produção de etanol de primeira geração. Atualmente, o 
etanol é o primeiro combustível renovável produzido a partir de plantas como cana de 
açúcar no Brasil e milho nos Estados Unidos. O CO2 produzido pela queima do etanol é 
assimilado pelas plantas, de forma que o etanol não gera um desequilíbrio de gases de 
efeito estufa como fazem gasolina, diesel e outros combustíveis derivados de petróleo. 
Preocupações energéticas e o aquecimento global têm levado outros países a 
desenvolverem suas próprias produções de etanol. Apesar da maior produtividade do 
bagaço de cana, 2.105 galões de etanol por acre, contra 495 galões por acre do milho, os 
Estados Unidos ultrapassaram a produção brasileira de etanol em 2006 e atualmente são 
os maiores produtores de etanol no mundo.  Por outro lado, existem preocupações 
relacionadas ao fornecimento de matérias primas, incluindo o impacto na 
biodiversidade, e da competição com culturas alimentares. Além disso, o aumento da 
demanda de biocombustíveis de primeira geração resulta em um aumento dos custos de 
manutenção dos solos agricultáveis e do uso de fertilizantes, que podem ser 
relacionados com o aquecimento global e também com a contaminação das águas 
subterrâneas. Culturas agrícolas são principalmente desenvolvidas como monoculturas 
que necessitam de mais pesticidas, que são agentes redutores da biodiversidade do meio 
ambiente. Somado a isto, grandes áreas de florestas tropicais estão sendo devastadas 
para produção destas monoculturas, especialmente no Brasil, por meio de queimadas 
que liberam CO2 e levam a erosão dos solos. Atualmente, a produção de 
biocombustíveis de primeira geração é rentável, com aproximadamente 50 bilhões de 
litros produzidos anualmente. A maior desvantagem dos biocombustíveis de primeira 
geração é o debate “alimento versus combustível”, sendo que uma das razões para o 
aumento do preço dos alimentos em algumas partes do mundo é o aumento na produção 
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de tais combustíveis (Goldschmidt, 2008; Naik, Goud et al., 2010; Santos, Gómez et al., 
2011).  
As matérias-primas renováveis utilizadas para a produção do etanol podem ser 
divididas em três grupos principais: as que contêm sacarose, como cana-de-açúcar, 
açúcar de beterraba, sorgo doce e frutas; as de material amiláceo, como milho, trigo, 
arroz, batata, mandioca, batata doce e cevada e as de biomassa lignocelulósica, como 
madeira, palha, casca e gramíneas. No ano de 2009, a produção de etanol como um 
combustível veicular foi quase inteiramente dependente do amido e açúcares existentes 
nas culturas agrícolas (Balat e Balat, 2009), sendo este um combustível de primeira 
geração. Os atuais meios de produção estão longe de ser capazes de fornecer bioetanol 
para suprir a demanda mundial. Nesse sentido, pesquisadores e governos tem dado 
especial atenção à exploração da energia disponível na biomassa lignocelulósica, com o 
intuito de produzir maior quantidade de biocombustíveis e de forma mais eficiente e 
sustentável. Atualmente, a maioria da biomassa proveniente do bagaço de cana de 
açúcar e milho é desperdiçada ou ineficientemente queimada. Essa biomassa é formada 
basicamente de polissacarídeos. O problema é que esses polissacarídeos são ligados 
entre eles de formas complexas, formando uma rede entrelaçada de polímeros, que são 
muito difíceis de separar. Entretanto, uma vez hidrolisados em açúcares livres, esses 
polissacarídeos podem ser fermentados para produzir etanol (Santos, Gómez et al., 
2011).  
Grandes quantidades de lignocelulose são geradas diariamente como resíduos 
industriais, agrícolas e urbanos, contribuindo para o aumento da poluição ambiental. 
Desta forma, o uso destes resíduos como fonte renovável de energia, via produção de 
açúcares que podem ser convertidos a combustíveis líquidos, têm tornado-se de grande  
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interesse nos últimos anos (Demain, Newcomb et al., 2005; Kumar, Singh et al., 2008). 
Combustíveis gerados a partir de materiais lignocelulósicos são vistos como potenciais 
substitutos para o petróleo. Etanol lignocelulósico reduz a emissão de gases de efeito 
estufa, além de aliviar a dependência do petróleo estrangeiro e fornecer um impulso 
econômico para as comunidades rurais (Farrell, Plevin et al., 2006).  
A matéria-prima lignocelulósica tem o potencial de fornecer novos 
biocombustíveis, os chamados biocombustíveis de segunda geração. Estes são 
produzidos a partir de biomassa lignocelulósica, um material barato, abundante e não 
alimentar, disponível a partir das plantas. Entretanto, atualmente, a produção destes 
combustíveis não é rentável, pois há uma quantidade de obstáculos técnicos que 
precisam ser superados para concretização de todo seu potencial, como a recalcitrância 
natural deste material. A biomassa vegetal representa um dos mais abundantes e 
subutilizados recursos biológicos do planeta, e é visto como uma promissora fonte de 
material para biocombustíveis líquidos e matérias-primas. O etanol celulósico é um 
exemplo de biocombustível de segunda geração. (Naik, Goud et al., 2010).  
Esses novos biocombustíveis têm potencial para significativamente reduzir a 
produção de CO2, com a vantagem de não competirem com a produção de alimentos. A 
tecnologia de conversão de biomassa lignocelulósica em açúcares fermentescíveis para 
a produção de etanol vem sendo considerada como uma alternativa promissora para 
atender a demanda mundial por combustíveis. Apesar de já existirem tecnologias 
disponíveis para o processamento da celulose, a maioria esbarra em dificuldades 
técnicas ou econômicas (Santos, Queiróz et al., 2012). A figura 1.8 ilustra diferentes 
vias para a produção de biocombustíveis a partir da biomassa lignocelulósica.  
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Figura 1.8. Diferentes vias para a produção de biocombustíveis a partir de biomassa 
lignocelulósica (Huang e Zhang, 2011).  
 
As dificuldades no estabelecimento de metodologias eficazes para a aplicação da 
biomassa lignocelulósica como fonte precursora para a produção do bioetanol, mesmo 
esbarrando em entraves relacionados à recalcitrância natural destes materiais, têm 
impulsionado a pesquisa científica na busca de alternativas viáveis para a utilização 
desta fonte renovável de energia, principalmente a partir de produtos residuais oriundos 
das atividades agrícolas, resíduos domésticos e industriais que oferecem amplas 
possibilidades de produção do bioetanol em larga escala, favorecendo seu consumo 
global como combustível renovável. Assim, espera-se que a biomassa lignocelulósica 
possa se tornar a matéria-prima prioritária para a produção do bioetanol em um futuro 
próximo (Cardona e Sanchez, 2007).  
O processo de produção do bioetanol a partir de biomassa lignocelulósica inclui 
etapas de deslignificação da biomassa e a hidrólise da celulose e hemicelulose a 
monossacarídeos. A hidrólise pode ser feita por tratamentos com ácidos, em elevadas 
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temperaturas ou por ação enzimática. A hidrólise ácida requer alto consumo energético 
e equipamentos resistentes à corrosão por ácidos o que torna o custo deste processo 
elevado. Entretanto, a hidrólise enzimática não acarreta essas desvantagens. A ação 
sinérgica de enzimas resulta num processo de sacarificação mais eficiente resíduos 
lignocelulósico visando a  produção de bioetanol. (Sharma e Kumar, 2013) 
Diante das perspectivas de que, em um futuro próximo, o bioetanol seja um 
substituto eficiente tanto econômico quanto ambiental para os combustíveis fósseis, 
duas alternativas são particularmente importantes quanto à utilização da biomassa 
lignocelulósica: 1) como substrato para a sacarificação e liberação de hexoses e 
pentoses que possam ser fermentados, posteriormente, e 2) como fonte de carbono para 
o cultivo de microrganismos produtores de enzimas.  
De acordo com o Departamento de Energia dos Estados Unidos, diversos 
produtos de elevado valor agregados, como o bioetanol, bioplásticos, surfactantes, 
biodiesel, óleos e ácidos graxos, detergentes, adesivos, biogás, lubrificantes, tintas e 
pigmentos, podem ser obtidos pela bioconversão da biomassa lignocelulósica (Turner, 
Mamo et al., 2007).  
 
1.3.1. Bagaço de cana de Açúcar 
 
No Brasil, o cultivo da cana de açúcar é diretamente relacionado à produção de 
açúcar e etanol de primeira geração e representa uma grande parcela da produção 
agrícola brasileira. Atualmente a área cultivada com cana de açúcar (safra 2012/2013) é 
de 8.520,5 mil hectares, havendo um aumento de 2% em relação à safra passada. O 
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estado de São Paulo é o principal produtor com 51,78% da produção, seguido pelos 
estados de Goiás e Minas Gerais com 8,52% e 8,47%, respectivamente. A produtividade 
da cana de açúcar está estimada em 69.846 kg/ha, 4,2% maior que a safra de 2011/2012. 
A produção de etanol total é estimada em 23,62 bilhões de litros (Conab, 2012b). A 
figura 1.9 mostra o crescimento da produção de cana de açúcar desde o ano de 1970.  
 
Figura 1.9. Safra de cana de açúcar no Brasil (1970/1971 a 2010/2011) (Conab, 2011).  
O Brasil é o maior produtor de cana de açúcar seguido de ìndia e China (Kadam, 
2002; Chandel, Silva et al., 2012). Com uma produção tão expressiva, uma das maiores 
quantidades de resíduos lignocelulósicos é o bagaço de cana de açúcar (ou bagaço, 
como é geralmente chamado). O bagaço é um resíduo fibroso de talos que sobram após 
a trituração e extração do caldo de cana. É um resíduo lignocelulósico da indústria 
açucareira usado pelas próprias indústrias como combustível para as caldeiras. Com o 
maior interesse na utilização de resíduos agrícolas, o bagaço já vem sendo aplicado em 
vários processos, como geração de eletricidade, produção de polpa e papel (Pandey, 
Soccol et al., 2000).  
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Um fato importante é que a energia renovável produzida pelas usinas é cerca de 
nove vezes maior que o insumo fóssil utilizado na sua produção. Isso torna o processo 
mais atraente entre os usos comerciais de energia alternativa sob o ponto de vista de 
sustentabilidade, com a redução de emissões de gases de efeito estufa em cerca de 12,7 
milhões de toneladas de carbono (equivalente) (Cgee, 2001).  
A complexa composição química do bagaço de cana limita seu uso como 
alimento para gado e outros ruminantes, em contraste com a palha de trigo, palha de 
arroz, palha de sorgo, etc, o que o torna um substrato mais atrativo para a aplicação 
industrial. O bagaço de cana de açúcar é uma excelente matéria prima para ser utilizada 
como combustível de segunda geração, pois um terço da energia da cana de açúcar está 
contida no bagaço (figura 1.10). Os polissacarídeos contidos no bagaço podem ser 
hidrolisados por coquetéis químicos ou enzimáticos a açúcares monoméricos (glicose, 
manose, xilose, arabinose, galactose, etc). Com a colheita mecanizada, que está 
progredindo rapidamente no Brasil, a quantidade disponível de tais materiais é cada vez 
maior. Os açúcares obtidos a partir da hidrólise do bagaço podem ser convertidos a 
produtos de alto valor agregado, como produção de xilitol e ácidos orgânicos, 
biocombustíveis, além de ser um bom indutor na produção de enzimas (Siqueira, 
Siqueira et al., 2010b; Goldemberg, 2011; Chandel, Silva et al., 2012). Um estudo 
envolvendo o uso de bagaço de cana de açúcar para produzir etanol utilizando 
sacarificação e fermentação simultâneas (SSF) com Zymomonas mobilis obteve 
produtividade de 60% (Santos, Camelo et al., 2010). As tecnologias capazes de 
hidrolisar a holocelulose em seus monossacarídeos a um custo baixo irão tornar possível 
a utilização dos mais diversos resíduos de plantas para a produção de etanol. Essas 
tecnologias podem, em teoria, dobrar a produtividade do bioetanol, contribuindo assim 
para evitar a expansão da área de cultivo necessária para produzir biocombustíveis de 
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primeira geração e, consequentemente, evitar impactos nas ambientais pelo uso 
inadequado da terra (Santos, Gómez et al., 2011).  
 
 
Figura 1.10. Energia contida em 1000 toneladas de cana de açúcar (A) e composição do 
bagaço de cana de açúcar (B) (Goldemberg, 2011).  
 
1.3.2. Casca de Soja 
 
O Brasil é o segundo maior produtor e exportador de soja no mundo, ficando 
atrás apenas dos EUA. Na segunda década do século XX, o teor de óleo e proteína do 
grão da soja começou a despertar o interesse das indústrias mundiais. Com a expansão 
do cultivo de soja, o Brasil se tornou o segundo maior produtor mundial da cultura, com 
produtividade média de 2.823 kg/ha, chegando a alcançar até 3.000 kg /ha. A cultura 
alcançou na safra de 2008/2009 a produção de 57,1 x 106 toneladas do grão (Embrapa, 
2010). A casca do grão soja, composta de aproximadamente 60% de celulose, 10,4% de 
hemicelulose e 9,4% de lignina (Siqueira, Siqueira et al., 2010a), representa o maior 
subproduto das indústrias processadoras dessa semente. Na safra de 2011/2012, esta 
cultura ocupou uma área de 25 milhões de hectares, totalizando uma produção de 66,37 
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milhões de toneladas (Conab, 2012a). No ano de 2010, os Estados Unidos tiveram uma 
produção deste grão em torno de 90,6 milhões de toneladas por ano (Embrapa, 2010). A 
grande produção mundial da soja torna os resíduos lignocelulósicos desta cultura um 
dos mais expressivos em volume e uma alternativa interessante para bioconversão do 
seu hidrolisado a produtos de alto valor agregado.   
 
1.3.3. Piolho de algodão 
 
Os resíduos que se acumulam nas indústrias têxteis de beneficiamento de 
algodão são coletados de diferentes fases da fiação do algodão. Formam basicamente 
três frações de diferentes qualidades: uma fração fibrosa mais limpa que contém fibras 
de algodão curtas com um comprimento inferior a 15 mm, que podem ser reutilizadas 
para a produção de fios de baixa qualidade, denominadas piolho de algodão limpo; uma 
segunda fração mais suja que contém fibras mais curtas, cascas e outras matérias 
escuras, denominada piolho de algodão sujo e o pó de filtro, (Siqueira, Siqueira et al., 
2010b). Na safra 2011/2012, o Brasil teve 1.396 milhões de hectares plantados com 
algodão (Conab, 2012a), produzindo grande volume deste resíduo. O piolho de algodão, 
constituído por aproximadamente 66% de celulose, 10% de hemicelulose e 6,3% de 
lignina (Siqueira, Siqueira et al., 2010a), possui grande potencial para utilização em 
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1.4. Holocelulases e a degradação de biomassa vegetal 
 
Num mundo onde a sustentabilidade tem sido um tema constante, a utilização de 
enzimas em processos industriais torna-se indispensável, uma vez que estas reduzem a 
utilização de produtos químicos poluentes.      
O uso de enzimas tornou-se atualmente uma necessidade, pois elas produzem 
efeitos similares aos dos produtos químicos, com a vantagem de serem ecologicamente 
corretas. As vantagens do uso de enzimas ao invés de produtos químicos são a alta 
eficiência de conversão, a ausência de perda de substrato devido às modificações 
químicas, e o uso de condições de operação físico-químicas mais moderadas e não-
corrosivas (temperatura de reação mais baixa, não utilização de extremos de pH e uso 
de reagentes biodegradáveis e não-tóxicos), o que torna o processo mais amigável ao 
meio ambiente (Andreaus, Filho et al., 2008; Sharma e Kumar, 2013).  
A degradação de materiais lignocelulósico a açúcares monoméricos tem grande 
importância, uma vez que os açúcares fermentescíveis podem ser utilizados como 
matérias-primas em inúmeros de processos de produção biotecnológica, incluindo a 
produção de etanol. A hidrólise completa da porção hemicelulósica requer a 
participação de enzimas responsáveis pelas clivagens das cadeias principais e laterais. 
Dois tipos básicos de enzimas são necessários para realizar a quebra de polissacáridos 
da parede celular vegetal: as exohidrolases, que são responsáveis por atuar nas ligações 
glicosídicas terminais e liberar as unidades de monossacarídeos terminais, enquanto que 
as endohidrolases clivam ligações glicosídicas internas de forma aleatória ou em 
posições específicas, geralmente dentro da cadeia (Coughlan, 1992; Moreira, Milanezi 
et al., 2011). 
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A degradação completa da holocelulose requer a utilização de glicosil hidrolases 
GHs, como as celulases, hemicelulases e pectinases que são eficientemente secretadas 
por fungos filamentosos como sistemas multienzimáticos capazes de atuarem de 
maneira sinérgica (Turner, Mamo et al., 2007; Moreira, Ferreira et al., 2012) (figura 
1.11). Uma ampla variedade de enzimas hidrolíticas é necessária para a degradação da 
holocelulose. Dentro desse grupo enzimático, destacam-se xilanase, mananase, 
poligalacturonase, endoglicanase e exoglicanase.  
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As xilanases (EC 3.2.1.8) são GHs que catalisam a hidrólise de ligações 1,4-β-
D-xilosídicas da cadeia principal da xilana (Collins, Gerday et al., 2005). O sistema de 
classificação CAZy (Carbohydrate-Active enZymes, disponível em www.cazy.org) é 
baseado no princípio da similaridade de sequências e apresenta 132 famílias de GHs 
reconhecidas pelo Enzyme Comission (EC). Os fungos produzem enzimas hidrolíticas 
que estão presentes em 20 dessas famílias, apresentando as atividades necessárias para o 
processo de hidrólise da biomassa (Jovanovic, Magnuson et al., 2009). Enzimas da 
mesma família apresentam estrutura tridimensional e mecanismos moleculares similares 
(Collins, Gerday et al., 2005). Xilanases são encontradas nas famílias 5, 7, 8, 10, 11, 26 
e 43 (Juturu e Wu, 2012). As GHs são comumente referidas como glicosidases e podem 
catalisar a hidrólise de ligações dos tipos O-, N- e S- entre glicosídeos. Cada família de 
GHs contém proteínas que são relacionadas pela sequência de aminoácidos e pelo 
dobramento estrutural nativo. Esta inter-relação se estende para a maquinaria catalítica e 
mecanismos moleculares que são conservados para a grande maioria das GHs. 
Usualmente, o mecanismo catalítico de retenção ou inversão da configuração em torno 
do carbono anomérico resultante é também conservado dentro das famílias de GHs 
(Gloster, Turkenburg et al., 2008). A eficiência catalítica de GHs é aumentada na 
presença de módulos de ligação ao carboidrato (CBMs), pois esses podem apresentar 
mais de um sítio ligante e exibir uma gama de especificidades a substratos. A ligação do 
CBM ao polissacarídeo específico aumenta a concentração da hidrolase na superfície do 
substrato polimérico e mantém a enzima próxima ao substrato, levando a uma 
degradação mais rápida do polissacarídeo (Andreaus, Filho et al., 2008).  
  Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 
Programa de pós-graduação em Biologia Molecular 
26 
 
Outro tipo de classificação baseia-se na homologia da sequência de aminoácidos 
e análise dos clusters hidrofóbicos (HCA). De acordo com a HCA, as xilanases estão 
subdivididas em duas famílias, F e G, análogas às famílias 10 e 11 das GHs, 
compreendendo xilanases de alta (35 kDa) e baixa (20 kDa) massa molecular, 
respectivamente (Kulkarni, Shendye et al., 1999).  
As xilanases das famílias 10 e 11 compartilham o mesmo mecanismo de ação: 
catalisam a hidrólise de xilana mantendo a configuração estereoquímica do carbono 
anomérico (C1 do anel de xilopiranose) após a clivagem da ligação glicosídica. Isso 
indica um mecanismo de duplo-deslocamento, no qual um intermediário covalente 
glicosil-enzima, o íon oxicarbono é formado e subsequentemente hidrolisado via 
estados de transição (Clark, 1997). Dois resíduos conservados de ácido glutâmico são 
responsáveis pela catálise. Os grupos carboxílicos dos resíduos catalíticos estão 
envolvidos na formação do intermediário; um deles age como ácido, protonando o 
substrato, enquanto o segundo executa o ataque nucleofílico durante a formação do 
intermediário α-glicosil-enzima (inversão da configuração β para α). Numa etapa 
posterior, o primeiro grupo carboxilato funciona como uma base geral, subtraindo um 
próton de uma molécula de água que, por conseguinte, ataca o carbono anomérico. Isso 
leva a uma segunda substituição na qual o carbono anomérico passa novamente por um 
estado de transição para dar origem a um produto com a configuração β (inversão da 
configuração de α para β) (figura 1.12). Dessa forma, o resultado final é a retenção da 
configuração estereoquímica no centro anomérico (Collins, Gerday et al., 2005).   
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Figura 1.12. Mecanismo geral de hidrólise de ligação glicosídica com retenção 
anomérica (Rye e Withers, 2002).  
 
As xilanases são produzidas principalmente por microrganismos e participam da 
quebra de paredes celulares vegetais, juntamente com outras hidrolases. Xilanases 
podem ainda ser encontradas em protozoários, crustáceos, insetos, caramujos e 
sementes de plantas terrestres. Entre as fontes microbianas, fungos filamentosos são de 
especial interesse, pois eles secretam essas enzimas em um meio extracelular e os níveis 
de xilanases são bem mais altos que aqueles encontrados em leveduras e bactérias 
(Sunna e Antranikian, 1997; Filho, 2004). 
As xilanases são extracelulares e induzidas por seu substrato, o que determina a 
importância da escolha do meio nutricional. Em geral, a indução da xilanase é um 
fenômeno complexo e o nível da resposta de um indutor varia de acordo com o 
organismo (Kulkarni, Shendye et al., 1999). Devido à sua estrutura heterogênea, a 
degradação da xilana requer um complexo de enzimas para sua total degradação, 
conforme mostrado na figura 1.13. Estudos mostram que efeitos sinérgicos entre as 
enzimas xilanolíticas aumentam a suscetibilidade do polímero de xilana ao ataque 
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enzimático (Van Dyk e Pletschke, 2012). Da mesma forma, as xilanases provenientes de 
microrganismos crescidos sobre diferentes fontes de carbono também atuam em sinergia 
sobre a xilana, aumentando a quantidade de açúcares liberados durante a hidrólise 
(Moreira, Mattos et al., 2008). β-Xilanases e as enzimas que atuam sobre a cadeia 
lateral são necessárias para uma eficiente quebra da xilana a açúcares fermentescíveis 
ou oligossacarídeos. As enzimas de cadeia lateral removem os substituintes que estão 
ligados a vários pontos da xilana, criando mais locais para posterior hidrólise 
enzimática. Endo-1,4-β-xilanase (EC 3.2.1.8) é a enzima crucial para a 
despolimerização da xilana, pois ela hidrolisa ligações glicosídicas entre os resíduos de 
D-xilose na cadeia principal, reduzindo o grau de polimerização do substrato, gerando 
xilooligossacarídeos. A xilana não é atacada aleatoriamente, mas as ligações 
selecionadas para hidrólise dependerão do comprimento da cadeia, grau de ramificação, 
e da presença de substituintes. A hidrólise completa da xilana depende ainda da ação 
sinérgica de várias enzimas que agem hidrolisando as ligações das cadeias laterais, 
como, α-L-arabinofuranosidase (EC 3.2.1.55), que hidrolisa a arabinose, α-
glucuronidase (EC 3.12.1.-), que remove o ácido glucurônico, acetilxilanaesterase (EC 
3.1.1.6), que hidrolisa o grupo acetato, feruloilesterase (EC 3.1.1.-) e cumaroilesterase 
(EC 3.1.1.-) agem hidrolisando os ácidos ferúlico e ρ-cumárico, respectivamente. 
Finalmente as β-xilosidases (EC 3.2.1.37) hidrolisam a xilooligossacarídeos ou 
xilobiose liberando resíduos de β-D-xilopiranosil a partir da extremidade não redutora, e 
sua afinidade por xilooligossacarídeos é inversamente proporcional ao seu grau de 
polimerização (Wong, Tan et al., 1988; Biely, Vrsanska et al., 1997; Liab, Azadi et al., 
2000; Filho, 2004; Moreira, Milanezi et al., 2011). Por exemplo, muitas xilanases não 
clivam as ligações glicosídicas entre as unidades de xilose, se estas foram ramificadas, 
de forma que a cadeia lateral deve ser clivada antes do esqueleto de xilana ser 
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completamente hidrolisado. De forma oposta, muitas enzimas acessórias só clivam as 
ligações laterais de xilooligossacarídeos, necessitando da ação prévia de β-xilanases 




Figura 1.13. Estrutura hipotética de uma xilana, mostrando diferentes grupos 
substituintes, com sítios de ataque de xilanases microbianas (Beg, Kapoor et al., 2001), 
com modificações. 
 
Enzimas de fontes microbianas têm tido um crescimento rápido no campo de 
biotecnologia. O mercado global de enzimas industriais estava próximo a um milhão de 
dólares em 1990 e passou de dois milhões de dólares no ano de 2005 (Krishna, 2005). 
Este mercado foi estimado em 3,3 bilhões no ano de 2010 e espera-se que atinja 4,4 
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bilhões de dólares em 2015 (Sharma e Kumar, 2013). O mercado para enzimas com 
aplicações industriais é separado em três setores:  
1. Enzimas para aplicação técnica - com estimativas de alcançar cerca de 
US$ 1,5 bilhão em 2015, um crescimento de 6,6% ao ano. As maiores 
vendas de enzimas de aplicação técnica ocorrem no mercado de couro, 
seguido pelo setor de produção de bioetanol;  
2. Enzimas envolvidas na manipulação de alimentos e bebidas - com 
estimativas que devem alcançar US$ 1,3 bilhão em 2015, um 
crescimento anual de 5,1% ao ano. Neste segmento, as maiores vendas 
de enzimas serão para os mercados de leite e derivados, cujo valor 
alcançado em 2009 foi de US$ 401,8 milhões;  
3. Enzimas para nutrição animal, com valorização estimada para 2012 de 
US$ 375 milhões (Bcc Research, 2011).   
 
As xilanases comerciais são produzidas no Japão, Finlândia, Alemanha, Irlanda, 
Dinamarca, Canadá e Estados Unidos. Sua comercialização tem finalidade 
biotecnológica na indústria alimentícia, na extração, clarificação e estabilização de 
sucos de frutas e vegetais, clarificação de cervejas, na redução da viscosidade e 
incremento da recuperação de aromas, óleos essenciais, sais minerais, vitaminas e 
panificação. Na indústria farmacêutica, o complexo xilanolítico é utilizado na 
formulação de produtos dietéticos ou medicamentos para tratar problemas digestivos; na 
indústria química, os produtos hidrolíticos da xilana podem ser convertidos em 
combustíveis líquidos, solventes e adoçantes. Xilanases também têm aplicação na 
redução da viscosidade de rações animais, além da produção de bioetanol.  Entretanto, 
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seu principal uso encontra-se na indústria do papel, onde são utilizadas no 
branqueamento da polpa de celulose.  Para esta finalidade, é necessário que as xilanases 
sejam livres de celulases, a fim de se evitar a danificação das fibras da polpa. As 
xilanases também encontram aplicação nas biorefinarias, participando da bioconversão 
da biomassa lignocelulósica em açúcares fermentescíveis. Apesar de a celulose ser o 
polímero mais abundante da biomassa, a remoção da hemicelulose altera 
substancialmente a estrutura e a acessibilidade da lignocelulose às outras enzimas 
participantes do processo (Kirk, Borchert et al., 2002; Polizeli, Rizzatti et al., 2005; 
Medeiros, Silva Jr et al., 2007; Merino e Cherry, 2007; Sharma e Kumar, 2013). 
 
1.5. Aspergillus terreus 
 
Os fungos compõem um grupo extenso e diversificado, podendo ser encontrados 
como organismos unicelulares (leveduriformes) ou pluricelulares (filamentosos), sendo 
a última, a forma mais abundante. São responsáveis por secretar inúmeras enzimas de 
grande eficiência na degradação de nutrientes disponíveis no ambiente, que serão 
absorvidos por suas células o que gera uma grande habilidade na degradação da 
biomassa lignocelulósica. Essa eficiência na degradação de biomassa lignocelulósica faz 
com que os fungos sejam capazes de adaptarem-se a diferentes fontes de carbono e 
nitrogênio, permitindo-os ocupar uma série de nichos ecológicos como solos, madeira e 
outros resíduos de materiais orgânicos. Alguns fungos são conhecidos por seus 
impactos negativos no bem estar dos animais e seres humanos, como agentes 
causadores de doenças em plantas (ex.: ferrugem em cereais), biodegradação 
(apodrecimento e mofo) ou como agentes patogênicos em animais (ex.: produção de 
toxinas e micoses). Entretanto, alguns fungos ditos saprófitos têm inúmeras aplicações, 
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dentre esses destacam-se os filos Ascomycota e Basidiomycota (Bennett, 1998; Bouws, 
Wattenberg et al., 2008).  
O gênero Aspergillus é constituído por um grupo de fungos filamentosos com 
um grande número de espécies. São fungos de dispersão cosmopolita, podendo ser 
encontrados principalmente em material vegetal em decomposição. Algumas espécies 
de Aspergillus regularmente produzem esporos sexuados e assexuados, em outras 
espécies, a forma sexuada é rara e há ainda espécies nas quais as formas sexuadas nunca 
foram vistas. Os fungos do gênero Aspergillus foram primeiramente reconhecidos como 
organismo em 1729 por Micheli. São amplamente dispersos por todos os ambientes e 
consistem aproximadamente 250 espécies oficialmente reconhecidas e formam um 
importante grupo de fungos filamentosos, os Ascomicetes. O grupo é morfologicamente 
definido pelo formato característico de seu conidióforo, onde se encontram os 
conidiósporos (esporos), e das células da hifa de onde se ramificam os conidióforos. O 
tamanho, o arranjo e a cor dos conidiósporos são ainda características para a 
identificação e divisão interna do gênero em subgrupos. Neste grupo também são 
encontrados agentes patogênicos humanos, como o causador da aspergilose em 
humanos, A. fumigatus; produtor de aflatoxina, A. flavus e A. parasiticus (De Vries e 
Visser, 2001; Ward, Qin et al., 2005; Bennett, 2010).  
As espécies de fungos pertencentes ao gênero Aspergillus podem possuir 
propriedades benéficas, como é o caso do Aspergillus terreus, muito utilizado na 
indústria para produção de importantes ácidos orgânicos, dentre eles pode se destacar o 
ácido itacônico, além disso, é fonte inicial para a droga lovastatina, utilizada para 
reduzir o colesterol. 
A Lovastatina, um metabólito secundário de A. terreus, é um potente redutor do 
colesterol e foi aprovada pelo Food and Drug Administration (FDA) em 1987 como 
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droga contra hipercolesterolemia. Embora várias espécies de fungos possam produzir a 
lovastatina, apenas a produção deste composto por A. terreus tornou-se comercial para a 
produção de grande quantidade de lovastatina para uso como medicamento anti-
colesterol. A lovastatina foi vendida sob o nome de MevacorTM e tornou-se uma droga 
de sucesso para a Merck (Bennett, 1998; Shu, 1998; Jahromi, Liang et al., 2012).  
A. terreus é usado ainda para a produção de ácido itacônico, tem um amplo 
espectro de aplicações na produção industrial de resinas, pode ser facilmente 
incorporado em polímeros e pode servir como um substituto para acrílico. É utilizado de 
1 a 5% em resinas e também na produção de fibras sintéticas, em revestimentos, 
adesivos, espessantes e agentes ligantes. Desde 1960, a produção de ácido itacônico é 
conseguida por fermentação com A. terreus em meios contendo açúcar (Willke e 
Vorlop, 2001; Steiger, Blumhoff et al., 2013). Embora outros micro-organismos 
também produzam o ácido itacônico, A. terreus é o principal produtor devido à alta 




Atualmente, a sustentabilidade vem sendo largamente discutida, com isso há 
necessidade da criação e aperfeiçoamento de processos industriais menos agressivos ao 
meio ambiente. A aplicação das enzimas em processos industriais nos quais 
tradicionalmente usa-se produtos químicos altamente corrosivos, traz as vantagens de 
um processo não poluente. A aplicação de enzimas em processos industriais 
frequentemente elimina o uso de altas temperaturas, solventes orgânicos, extremos de 
pH e ao mesmo tempo oferece aumento da especificidade da reação, pureza do produto 
e redução de impacto ambiental.   
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A hidrólise enzimática da lignocelulose permite agregar valores a resíduos, o 
que ajuda a controlar o problema da poluição além de fornecer bioenergia reduzindo 
nossa dependência por combustíveis fósseis. O desenvolvimento de tecnologias que têm 
resíduos agroindustriais, como bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão e casca de 
soja como fonte de energia tem sido muito comum nas últimas décadas sendo uma 
tendência cada vez mais abrangente no mundo. 
Nos últimos anos tem havido um progresso considerável na identificação de 
parâmetros importantes para a obtenção de xilanases com alta atividade, o que 
influencia economicamente seu processo de produção. O custo da fonte de carbono, 
bem como dos outros componentes do meio, tem um papel importante na economia da 
produção de xilanases (Siqueira, Siqueira et al., 2010b).  
A aplicação de enzimas holocelulolíticas (celulases, hemicelulases e pectinases) 
em processos de bioconversão de biomassa lignocelulósica tem levado a um 
crescimento acelerado no mercado de enzimas hidrolíticas o que tem influenciado 
diversos trabalhos com objetivos de caracterizar e purificar enzimas fúngicas. A 
utilização comercial de enzimas já pode ser vista em diversos países, principalmente na 
Europa e América do Norte, com aplicações nas mais diversas áreas.  
Sabe-se que o fungo recém-isolado de resíduos de algodão da indústria têxtil 
Aspergillus terreus é um eficiente produtor de xilanase (Siqueira, Siqueira et al., 
2010b). A terreus tem sido bastante estudado por sua habilidade de produzir enzimas do 
complexo xilanolítico (Rogalski, Szczodrak et al., 1985; Hrmová, Petráková et al., 
1991; Ghanem, Yusef et al., 2000; Chantasingh, Pootanakit et al., 2006; Pal, Ray et al., 
2006; Lakshmi, Rao et al., 2009).  
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Esta tese de doutorado faz parte do projeto do INCT do Bioetanol/CNPq, rede 
sisbiota e rede centro-oeste, de forma que foram priorizadas as análises com as enzimas 





Utilizar a biomassa lignocelulósica de resíduos agroindustriais para o cultivo 
em meio líquido de Aspergillus terreus e consequente produção de holocelulases que 
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Os resíduos agroindustriais bagaço de cana, piolho de algodão sujo e casca de soja 
foram utilizados como fontes de carbono para o cultivo em estado líquido de A. 
terreus para produção de holocelulases, especialmente xilanases. O cultivo do fungo 
foi feito por 6, 9, e 5 dias, nos meios cultivados com bagaço, piolho e casca de soja, 
respectivamente. Os maiores percentuais de hemicelulose e lignina foram 
observados no bagaço de cana de açúcar, enquanto que o piolho de algodão sujo 
mostrou o maior percentual de celulose. Dentre as atividades holocelulolíticas, a 
xilanolítica foi a mais expressiva nos três extratos brutos. O extrato bruto cultivado 
com soja mostrou a maior atividade de xilanase. As xilanases apresentaram maiores 
atividades nos valores de pH 5,0, 6,0 e 6,5 nos extratos brutos provenientes dos 
meios cultivados com bagaço, piolho e soja, respectivamente. As atividades mais 










Palavras-chave: A. terreus, xilanases, bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão 
sujo, casca de soja.  
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Conforme mencionado no capítulo I, resíduos agrícolas e florestais, lixo 
orgânico municipal, resíduos originados do processamento industrial e safras agrícolas 
representam uma fonte alternativa de baixo custo de material holocelulósico que pode 
ser utilizado para obtenção de precursores químicos, biocombustíveis, alimentos e 
rações.  Estas matérias-primas têm as vantagens de serem suficientemente abundantes e 
gerarem emissões muito baixas de gases de efeito estufa (Andreaus, Filho et al., 2008; 
Kumar, Barrett et al., 2009). Esses resíduos são fontes de carbono de baixo custo para o 
cultivo em meio líquido de micro-organismos, incluindo fungos filamentosos para a 
produção de holocelulases (Siqueira, Siqueira et al., 2010a). A habilidade de certos 
micro-organismos em metabolizar celulose, hemiceluloses e lignina, faz com que eles 
sejam potencialmente importantes na utilização de resíduos agroindustriais (Pérez, 
Muñoz-Dorado et al., 2002). Muitas pesquisas têm usado meio de cultura líquido, 
devido à maior facilidade de controlar fatores ambientais necessários para as condições 
ideais de cultivo do micro-organismo e produção enzimática, como o grau de aeração, 
pH e temperatura do meio (Moreira e Filho, 2008).   
O elevado teor de celulose, hemicelulose e lignina leva a uma alta recalcitrância 
nesta biomassa lignocelulósica, o que dificulta a conversão dos polissacarídeos em 
açúcares monoméricos. Por esta razão, uma boa ferramenta é a utilização de fungos 
filamentosos para produção de enzimas extracelulares que atuem sinergicamente sobre 
esses substratos levando à liberação de açúcares fermentescíveis.  
Devido à complexidade estrutural da lignocelulose, sua degradação é facilitada 
pela inclusão de etapas de pré-tratamento que facilitam a remoção de lignina, tornando a 
celulose e a hemicelulose mais acessíveis, possibilitando a hidrólise total ou parcial da 
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porção de hemicelulose, a redução do grau de cristalinidade da celulose, tornando o 
substrato mais adequado aos passos subsequentes da hidrólise enzimática (figura 2.1). 
Existem várias técnicas de pré-tratamentos, incluindo explosão da fibra por amônia, 
tratamentos químicos ou biológicos, explosão a vapor. A hemicelulose está muito 
próxima da celulose e da lignina, de forma que durante o pré-tratamento, parte dela é 
removida. Entretanto, parte da hemicelulose permanece na fração sólida do material 
pré-tratado, e pode ser usada como substrato para indução enzimática ou produção de 
enzimas. Entre as técnicas de pré-tratamentos usadas para quebrar a celulose, tanto 
hidrólise ácida como enzimática podem ser empregadas  (Juhász, Szengyel et al., 2005; 
Kumar, Barrett et al., 2009), entretanto as enzimas apresentam a vantagem de não 




Figura 2.1. Esquema do pré-tratamento da biomassa lignocelulósica (Kumar, Barrett et 
al., 2009).  
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2. Objetivos  
 
2.1. Produzir e caracterizar holocelulases, com foco nas xilanases, de Aspergillus 
terreus crescido em meios líquidos contendo: bagaço de cana de açúcar, piolho 
de algodão sujo e casca de soja como fontes de carbono.  
 
3. Material e Métodos  
 
3.1. Origem dos reagentes  
 
Os reagentes xilana de bétula (birchwood), carboximetil-celulose (CM-celulose), 
pectina, manana, foram adquiridos da Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO, USA). 
Todos outros reagentes utilizados foram de grau analítico.  
 
3.2. Resíduos Agroindustriais 
 
3.2.1. Origem dos resíduos lignocelulósicos 
 
O bagaço de cana de açúcar foi coletado na Fazenda Brejo, em Formosa, GO. O 
piolho de algodão sujo foi gentilmente cedido pela Hantex - Resíduos Têxteis Ltda., 
Gaspar, SC. A casca do grão de soja é proveniente da Fazenda Tropical, em Cabeceiras, 
GO. 
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3.2.2. Pré-tratamento  
 
Os resíduos foram autoclavados a 121°C por 2 horas, com posterior lavagem 
em água corrente para retirar sujidades encontradas neste resíduo. Após a lavagem, este 
material foi seco a 65°C por 48 horas em estufa, sendo então triturado em moinho de 
bancada para obtenção de pequenas partículas homogêneas. 
 
3.2.3. Análise Bromatológica 
 
A análise da composição bromatológica destes resíduos foi feita pelo Prof. Dr. 
Carlos Frederico de Souza Castro, do laboratório de Química Tecnológica do Instituto 
de Educação, Ciência e Tecnologia Goiano, Rio Verde – GO.  
 
3.2.3.1. Análise dos extratíveis 
 
Foram pesadas 5 g do material lignocelulósico (m0) e posteriormente 
transferidos para um extrator Soxhlet. A extração ocorreu por 8 horas, usando cerca de 
300 mL de hexano PA. Após a extração, o material foi seco a 35-40°C e pesado (m1). A 
diferença de massa corresponde ao teor de extratíveis (m1 – m0). 
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3.2.3.2. Análise da Hemicelulose 
 
Foi utilizado precisamente 1 g (m1) do material lignocelulósico (livre de 
extratíveis). Este material foi acrescido de 10 mL de solução aquosa de hidróxido de 
sódio (500 mM; 20 g/L). A mistura foi fervida por 3,5 horas, filtrada e lavada com água 
destilada. O resíduo sólido foi seco a 35- 40°C e pesado (m2). A diferença das massas 
corresponde à hemicelulose. 







3.2.3.3. Análise de Lignina 
 
Foi utilizado 1 g (m3) do material lignocelulósico (livre de extratíveis) e este foi 
acrescido de 30 mL de solução aquosa de ácido sulfúrico (72%; 72 mL de ácido 
sulfúrico concentrado com 28 mL de água destilada). A mistura ficou em repouso por 
24 horas e depois foi diluída com 300 mL de água destilada e fervida por 1 hora. A 
mistura foi filtrada e o resíduo sólido foi lavado com água destilada. O resíduo sólido 
foi seco a 35-40°C e pesado (m4). Esta massa corresponde ao teor de lignina. 
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3.3. Manutenção e cultivo do micro-organismo 
 
A. terreus foi isolado da compostagem natural de resíduos da indústria têxtil e, 
posteriormente, identificado morfologicamente pelo Prof. Dr. Luís Roberto Batista do 
Laboratório de Microbiologia Agrícola da Universidade Federal de Lavras, Lavras - 
MG, (Siqueira, Siqueira et al., 2010b). A identificação molecular da cepa de A. terreus 
foi feita pela Profª. Dra. Nádia Skorupa Parachin, do laboratório de Biologia Molecular 
do Instituto de Ciências Biológicas, Universidade de Brasília (UnB), conforme 
metodologia no anexo A.  
O isolado foi mantido em meio sólido Batata-Dextrose-Ágar (BDA) contendo 
(m/v) caldo de batata 2,0%, dextrose 1,0% e ágar 2,0%, com repiques realizados 
periodicamente. O isolado encontra-se depositado na Micoteca do Laboratório de 
Enzimologia do Instituto de Ciências Biológicas, Universidade de Brasília (UnB), sendo 
mantido em criotubos, contendo glicerol 18% (v/v), para conservação em ultrafreezer a 
-80°C.  
O cultivo em meio líquido de A. terreus foi realizado em frascos do tipo 
Erlenmeyer de 500 mL, contendo 250 mL de meio líquido suplementado (m/v) 
(KH2PO4 0,7%, K2HPO4 0,2%, MgSO4.7 H2O 0,05%, (NH4)2SO4 0,1%, extrato de 
levedura 0,06%); pH 7, e 1,0% (m/v) das fontes de carbono: bagaço de cana de açúcar, 
piolho de algodão sujo ou casca de soja (Medeiros, Silva Jr et al., 2007). Todos os 
meios foram autoclavados a 121°C por 30 min.  
O inoculo foi obtido por meio da raspagem dos esporos de placas de Petri.  O 
material obtido da raspagem foi disperso em 50 mL de solução salina 0,9%, 
autoclavada. A contagem de esporos da suspensão foi realizada em câmara de 
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Newbauer e microscópico ótico. Para produção enzimática, alíquotas de suspensão de 
esporos (108 esporos/mL) foram inoculadas nos Erlenmeyers, na proporção de 1 mL de 
solução de esporos para cada 100 mL de meio de cultura. O cultivo em meio líquido foi 
realizado a 28°C e agitação constante de 120 rpm por 6, 9 ou 5 dias, cultivados com as 
fontes de carbono bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão sujo e casca de soja, 
respectivamente. Após o cultivo, o meio foi filtrado em funil do tipo Büchner com papel 
de filtro (Whatman Nº 1) e armazenadas a 4ºC, com adição de 0,1% de azida sódica. O 
filtrado, a partir de agora denominado extrato bruto, foi usado como fonte de 
holocelulases. Para os ensaios da curva de indução, os cultivos foram incubados por 19 
dias com alíquotas retiradas diariamente.  
 
3.4. Determinação da quantidade de proteínas 
 
A concentração de proteínas totais foi determinada pelo método de Bradford 
(Bradford, 1976), utilizando o Kit Protein Assay (Bio-RadLaboratories, EUA). Uma 
solução de BSA (albumina sérica bovina) (0,1 mg/mL) foi usada para construção da 
curva padrão de acordo com instruções do fabricante. 
 
3.5. Determinação da atividade enzimática 
 
Para determinação das atividades de xilanase, pectinase, CM-celulase e 
mananase foram realizados micro ensaios incubando-se 5 µL de solução enzimática e 
10 µL de solução dos substratos 1% (xilana, pectina e carboximetil celulose – CMC) ou 
0,5% (manana). Os ensaios foram realizados por 30 min, a 50ºC (Filho, Puls et al., 
1993). Após o período de incubação, as reações foram interrompidas pela adição de 15 
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µL de solução do ácido 3,5-dinitro-salicílico (DNS) e novamente incubados a 97ºC por 
10 minutos (Miller, 1959). Após a última incubação, foram adicionados 150 µL de água 
destilada. A quantidade de açúcar redutor foi quantificada pela leitura da absorbância a 
540 nm (SpectraMax M2e, Molecular DevicesCo., EUA). As atividades enzimáticas 
foram expressas em UI/mL, sendo definida como a quantidade de açúcares redutores 
liberados na unidade de tempo por mililitro (µmol de açúcar redutor/min/mL). As 
curvas padrões foram determinadas com soluções de D-xilose, ácido D-galacturônico, 
D-glicose e D-manose no intervalo de concentração de 0,2 - 1,2 mg/mL. Para 
determinação do efeito do pH na atividade de xilanase, os extratos brutos foram 
incubados a 50ºC, numa faixa de pH entre 3,0 – 9,0. Os seguintes tampões foram 
usados: acetato de sódio 50 mM (pH 3,0 – 6,0), fosfato de sódio 50 mM (6,0 – 7,0), tris-
HCl (7,0 – 9,0). Todos os tampões, independente do pH, foram ajustados para a mesma 
força iônica com NaCl. O efeito da temperatura na atividade de xilanase foi avaliado 
realizando-se ensaios enzimáticos no intervalo de temperatura de 30 - 80ºC. Alíquotas 
foram retiradas em intervalos determinados para quantificação da atividade residual de 
xilanase. Os resultados dos ensaios de efeito da temperatura e pH foram expressos como 
atividade relativa, sendo que o valor de 100% de atividade correspondeu à temperatura 
ou ao pH de maior atividade. Todos os ensaios foram feitos em triplicata e os desvios 
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4. Resultados e Discussão 
 
4.1. Curva de indução de xilanase 
 
A utilização de resíduos agroindustriais tem despertado um grande interesse 
acerca de suas potencialidades biotecnológicas, e tem como vantagens a redução da 
poluição ambiental, além de ser uma fonte barata e abundante para produção 
enzimática. Por esse motivo, foi avaliado o potencial do fungo filamentoso A. terreus de 
produzir enzimas holocelulolíticas, com foco em xilanases, usando como substratos 
diferentes resíduos agroindustriais.  
A. terreus cresceu em meio líquido suplementado com os resíduos 
agroindustriais, bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão sujo ou casca de soja, por 
19 dias. O perfil de indução de xilanases está demonstrado na figura 2.2. Tanto o 
crescimento de fungos como a sua produção de xilanases são determinados por uma 
grande variedade de parâmetros, como a composição, a temperatura e o pH do meio, 
além disso, a escolha da fonte de carbono tem um papel importante na produção 
enzimática (Juhász, Szengyel et al., 2005). Para a otimização da utilização dessas 
enzimas na indústria, faz-se necessária uma prévia caracterização enzimática, que seja 
capaz de determinar os principais parâmetros que influenciam a atividade e estabilidade 
enzimática.  
O cultivo de A. terreus no meio suplementado com bagaço mostrou um único 
pico de atividade xilanolítica, no 6º dia de incubação (figura 2.2). O perfil de indução 
foi acompanhado por um aumento na quantidade de proteínas totais, chegando ao 
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máximo no 11º e 12º dias (dados não mostrados). Baseado nos resultados descritos, o 6º 
dia foi definido como tempo de cultivo ideal para o meio de cultura líquido cultivado 
com bagaço de cana.  
O meio de cultura cultivado com piolho de algodão sujo demonstrou um 
aumento progressivo na produção de xilanases, chegando ao máximo no 9º dia de 
cultivo, com atividade de 0,634 UI/mL (figura 2.2), sendo este tempo definido como 
padrão para indução de xilanases de A. terreus com esta fonte de carbono.  
Por outro lado, o cultivo de A. terreus no meio de cultura com casca de soja foi 
acompanhado por diversos picos de produção de xilanase, sendo o mais alto no 5º dia de 
cultivo. Dentre as três culturas usadas como fontes de carbono para o cultivo de A. 
terreus, a casca de soja apresentou a maior produção de xilanase, chegando a 1,794 
UI/mL no 5º dia. A partir de tais dados, o 5º dia foi definido como tempo ideal para 
indução de xilanases nesta fonte de carbono.  
A quantidade de proteínas oscilou durante o período de cultivo com as três 
fontes de carbono, sugerindo que este resultado abrange outras enzimas além das 
xilanases, que são produzidas concomitantemente e que também participam do processo 
de degradação desses substratos. Entretanto, para os fins deste trabalho, a atividade 
xilanolítica foi o principal alvo de investigação. 
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Figura 2.2. Curvas de indução de xilanase durante o cultivo de A. terreus em bagaço de 
cana de açúcar (♦), piolho de algodão sujo (□) e casca de soja(● ).  
 
 Comparado a outros fungos selvagens, A. terreus possui atividade xilanolítica 
intermediária, sendo superior a Mucor sp (0,560 ± 0,040 UI/mL), Cladosporum 
cladosporioides (0,017 ± 0,014 UI/mL), Trichoderma harzianum (0,397 ± 0,009 
UI/mL), Penicilium citrinum (0,412 ±  0,020 UI/mL), Aspergillus siydowii (0,343 ± 
0,014 UI/mL), Fusarium sp (0,387 ± 0,047 UI/mL), Fusaruim proliferatum (0,047 ±  
0,034 UI/mL) e inferior a Emericella nidulans (2,288 ±  0,075 UI/mL) e a Aspergillus 
tamarii (1,418 ± 0,019 UI/mL) (Siqueira, Siqueira et al., 2010b)  
 A proporção entre celulose e hemicelulose contida na fonte de carbono usada 
para cultivo do fungo é um parâmetro importante para a produção de xilanase (Haltrich 
e Steiner, 1994). A diferença na constituição físico-química leva a um acesso 
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produções e liberações enzimáticas diferenciadas em cada um resíduos agroindustriais 
avaliados.  Sabe-se que a presença de açúcares e outros produtos liberados durante a 
hidrólise dos substratos no meio de cultura são capazes de inibir a atividade de xilanases 
(Panagiotou e Olsson, 2007). As xilanases contidas nos meios de cultura cultivados com 
bagaço de cana e casca de soja sofrem uma queda de aproximadamente 12% em suas 
atividades a partir do sexto e quinto dias de incubação, respectivamente. É possível que 
produtos da hidrólise destes substratos comecem a ter ação inibitória sobre essas 
enzimas. Entretanto, aparentemente, as xilanases presentes no meio de cultura cultivado 
com piolho de algodão sofrem pouca inibição por açúcares ou outros produtos de 
hidrólise presentes no meio.  O efeito inibitório de derivados de lignina (furanos, fenóis 
e ácidos orgânicos de baixa massa molecular) provenientes da palha de trigo, na 
atividade de uma mistura de enzimas comerciais, bem como sobre amostras de extrato 
bruto de Penicillium brasilianum IBT 20888 durante a hidrólise enzimática de xilana foi 
observado por Panagiotou e Olsson (2007).   
   
4.2.  Caracterização dos extratos brutos 
 
Devido à estrutura complexa dos substratos usados no cultivo de A. terreus, 
houve produção de diversas enzimas holocelulolíticas que atuam sinergicamente no 
processo de degradação desses substratos. Independente da fonte de carbono utilizada, a 
maior atividade holocelulolítica observada foi a de xilanase. As demais enzimas tiveram 
atividades significativamente mais baixas (figura 2.3). A maior atividade de CMCase 
foi observada no meio de cultura cultivado em bagaço de cana, e as maiores atividades 
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de pectinase e mananase foram observadas nos meios cultivados com casca de soja e 
piolho de algodão, respectivamente. 
 
 
Figura 2.3. Perfil de holocelulases produzidas por A. terreus em cultivo em meio 
líquido contendo bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão sujo ou casca de soja 
como fontes de carbono. 
 
 A maior produção de xilanase por A. terreus está de acordo com dados 
previamente descritos (Siqueira, Siqueira et al., 2010a) para produção de holocelulases 
por A. flavus crescido em diversas fontes de carbono, onde se observou maior produção 
de xilanase quando este fungo foi cultivado com bagaço de cana de açúcar, casca de 
soja e piolho de algodão sujo. 
O efeito de diversas fontes de carbono na indução de xilanases por A. niveus 
RS2 foi investigado por Sudan e Bajaj (2006) e foi demonstrado que, entre os resíduos 
agrícolas, a casca de arroz, farelo de trigo e palha de trigo são bons indutores de 
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engaço de bananeira também são bons indutores de xilanases em A. terreus. Fungos 
filamentosos têm sido cultivados em bagaço de cana, sendo esta uma boa fonte de 
carbono para produção de enzimas holocelulolíticas (Pandey, Soccol et al., 2000).  
 
 Diferentes fontes de carbono levam à produção enzimática em quantidade e 
características distintas (Yang, Yan et al., 2006; Siqueira, Siqueira et al., 2010a; 
Moreira, Ferreira et al., 2012). Nas três fontes de carbono usadas, houve grande 
variação nas concentrações de hemicelulose, celulose e lignina (tabela 2.1). Os teores 
observados de holocelulose também variaram bastante, correspondendo a 52,4, 77,8 e 
64,6, para bagaço, piolho e soja, respectivamente. O bagaço de cana tem os maiores 
percentuais tanto de hemicelulose (40,7%) quanto de lignina (44,4%). A maior 
concentração de celulose foi observada no piolho de algodão sujo (62,2%). Resultados 
anteriores demonstram maiores concentrações de hemicelulose no bagaço de cana, 
maiores concentrações de celulose no piolho de algodão sujo, entretanto, maiores 
proporções de lignina na casca do grão de soja (Siqueira, Siqueira et al., 2010a). É 
possível que o pré-tratamento tenha tornado mais fácil o acesso às fibras de 
hemicelulose na casca de soja que no bagaço de cana, de forma que a produção de 
xilanases naquele substrato foi maior.   
 O efeito de diferentes fontes de carbono na indução de xilanases de A. terreus foi 
demonstrado também durante o cultivo deste fungo com palha de trigo, farelo de trigo, 
sabugo de milho, casca de arroz e cevada, no qual a maior produção de xilanase foi 
notada com palha de trigo, seguida pela palha de arroz (Ghanem, Yusef et al., 2000). 
Produções diferenciadas de hemicelulases e celulases também foram demonstradas 
quando o fungo Myceliophthora sp. IMI 387099 foi cultivado em diferentes resíduos 
agrícolas (Badhan, Chadha et al., 2007).  
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Tabela 2.1. Análise bromatológica de resíduos agroindustriais pré-tratados.  
Parâmetros 
analisados (%) 
Bagaço de cana de 
açúcar 
Piolho de algodão 
sujo 
Casca do grão de 
soja 
Extratíveis 3,2 ± 0,2 4,1 ± 0,9 5,3 ± 0,3 
Hemicelulose 40,7 ± 2,0 15,6 ± 0,8 38,7 ± 3,5 
Lignina 44,4 ± 2,0 18,1 ± 0,9 30,2 ± 1,5 
Celulose 11,7 ±0,2 62,2 ± 0,8 25,9 ± 1,7 
 
O efeito de diferentes pH sobre xilanases não purificadas de A. terreus está 
demonstrado na figura 2.4.  A xilanase induzida por bagaço de cana de açúcar foi mais 
ativa em pHs ácidos, mantendo mais de 40% da atividade em pHs de 3,0 a 6,0, sendo a 
maior atividade (0,771 UI/mL) em pH 5,0 (tampão acetato de sódio 50 mM). A 
atividade xilanolítica do extrato bruto proveniente do cultivo com piolho de algodão 
mostrou picos de atividade, nos pHs 4,5 (tampão acetato de sódio 50 mM), e 6,0 
(tampões acetato de sódio e fosfato de sódio, ambos a 50 mM), provavelmente 
indicando a presença de mais de uma xilanase nesse extrato bruto. A maior atividade 
xilanolítica (0,378UI/mL) foi no pH 6,0 (tampão acetato de sódio), foi  muito estável, 
retendo pelo menos 47% da atividade no intervalo de pH entre 3,0 e 7,0. A atividade 
xilanolítica do extrato bruto proveniente do meio cultivado com casca de soja foi mais 
alta (1,794 UI/mL), no pH 6,5 (tampão fosfato de sódio, 50 mM), e foi também a mais 
estável, retendo pelo menos 54% de sua atividade máxima em todas as faixas de pH 
analisadas.  
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Figura 2.4. Efeito do pH na atividade xilanolítica dos extratos brutos de A. terreus. 
Meio cultivado com bagaço de cana (linha azul), meio cultivado com piolho de algodão 
sujo (linha verde) e meio cultivado com casca de soja (linha vermelha). Intervalo de pH 
de 3,0 a 6,0, tampão acetato de sódio; pH de 6,0 a 7,0, tampão fosfato de sódio e pH de 
7,0 a 9,0, tmpão tris-HCl. Todos os tampões a 50 mM.  
 
A temperatura tem forte influência na atividadeg enzimática, desta forma, o 
efeito desta variável foi observado na atividade xilanolítica dos três extratos brutos. A 
temperatura teve efeito mais marcante sobre a xilanase presente no meio de cultura 
cultivado com bagaço de cana de açúcar. As temperaturas mais altas e mais baixas (30 e 
80ºC) tiveram um maior impacto sobre a atividade enzimática, reduzindo essa atividade 
a aproximadamente 30% da mais alta. A xilanase presente no meio cultivado com 
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xilanases induzidas por bagaço de cana e por piolho de algodão tiveram maior atividade 
a 50ºC, já a induzida por soja apresentou maior atividade a 60ºC. A atividade 
xilanolítica contida no meio de cultura cultivado com casaca de soja foi a mais estável 
dentre as três analisadas, retendo 56% da sua atividade máxima em toda faixa de 
temperatura analisada (figura 2.5). 
Os pHs e temperaturas de maiores atividades para as xilanases não purificadas 
de A. terreus foram típicas para xilanases de fungos mesofílicos (Silveira, Sousa et al., 
1999). As xilanases da maioria dos fungos filamentosos estudados são estáveis na faixa 
de pH de 3 a 10, apresentando maior atividade no intervalo de pH de 4,0 a 7,0 
(Kulkarni, Shendye et al., 1999). Xilanases não purificadas de P. corylophilum e T. 
longibrachiatum foram mais ativas a 45ºC, enquanto que a de A. niger teve maior 
atividade a 40ºC, e tiveram atividades mais elevadas entre os pHs 4,5 e 5,5 (Medeiros, 
Hanada et al., 2003). De forma semelhante, as xilanases não purificadas de Aspergillus 
sp PAQ-H, Colletotrichum sp. WABA-L, Guignardia sp. 2SANQ-F, Paecilomyces sp. 
FDCAB-7, Penicillium sp. LIABA-L, Phomopsis sp. MACA-J também apresentaram 
maiores atividades a 50ºC (Torres e Dela Cruz, 2013). O extrato bruto de A oryzae 
também apresentou atividade xilanolítica mais alta em temperaturas e pH semelhantes 
aos de A. terreus (55ºC e pH 6,0) (Duarte, 2013). A estabilidade em uma ampla faixa de 
temperatura, demonstrada pela xilanase induzida por casca de soja, é uma característica 
desejável para a utilização das enzimas em processos industriais. 
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Figura 2.5. Efeito da temperatura na atividade xilanolítica dos extratos brutos 
cultivados em bagaço de cana de açúcar (♦ ), piolho de algodão sujo (□ ) e casca de soja 
(● ).  
 
Com o intuito de aprofundar a caracterização enzimática, o efeito do pH foi 
avaliado ainda nas atividades de pectinase, CMCase, e mananase, presentes no extrato 
bruto cultivado com bagaço de cana de açúcar. Foi observado que a atividade de 
pectinase foi mais alta em pH 7,0 (tampão fosfato de sódio 50 mM), as atividades de 
CMCase e mananase foram mais altas em pHs 4,0 e 6,0, respectivamente, ambas em 
tampão acetato de sódio. A avaliação de pectinases não purificadas de A. flavus indicou 
o pH 9,0 como o de maior atividade (Siqueira, 2010). Um estudo envolvendo efeito do 
pH em celulases de vários fungos do gênero Aspergillus, entre eles, A. niger SJ1, A. 
niger SJ2, A. niger SJ3, A. niger SJ4 A. terreus e Aspergillus sp SJ 11 demonstrou que a 
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citadas (Jahangeer, Khan et al., 2005). Outro estudo também apresentou resultados 
similares, com atividade mais alta de CMCase de Penicillium sp. em pH 4,5 (Picart, 
Diaz et al., 2007). De forma geral, mananases apresentam atividades mais elevadas em 
intervalo de pH entre 3,0 e 7,5 (Moreira e Filho, 2008). Mananases não purificadas de 
A. flavus apresentaram atividade mais altas em pH 6,0 ou 7,0, quando o fungo foi 
cultivado em engaço de bananeira ou bagaço de cana, respectivamente, como fontes de 




• Dentre os resíduos utilizados, maiores concentrações de hemicelulose e lignina 
foram observadas no bagaço de cana de açúcar, enquanto que maior 
concentração de celulose foi observada no piolho de algodão sujo; 
• A utilização de resíduos agroindustriais como fonte de carbono em cultivo em 
meio líquido de A. terreus constitui uma alternativa viável para a produção de 
enzimas que degradam a holocelulose, principalmente xilanases; 
• A casca de soja induziu maior produção de atividade xilanolítica; 
• Maiores atividades foram observadas em temperaturas entre 50 e 60ºC e numa 
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Xilanases foram purificadas por ultrafiltração e cromatografias de exclusão 
molecular e troca iônica. Xilanases de baixa massa molecular foram isoladas e 
denominadas de Xyl T1, Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4, com rendimentos de purificação 
de 5,70% (Xyl T1), 74,70% (Xyl T2), 26,49% (Xyl T3) e 43,80% (Xyl T4). A 
espectrometria de massa dos digestos trípticos de Xyl T1 e Xyl T2 mostrou dois 
espectros diferentes, indicando duas enzimas distintas. Microscopia de força atômica 
de Xyl T1 e Xyl T2 mostrou uma distribuição bimodal de classes de partículas 
globulares para ambas as enzimas, indicando que Xyl T1 é maior que Xyl T2. As 
xilanases purificadas mostraram maiores atividades no intervalo de pH 5,0-6,0 e 
temperaturas entre 45 e 60ºC. Os valores de Km para xilana de bétula solúvel foram 
0,42 mg/mL (Xyl T1), 13,03 mg/mL (Xyl T2), 6,54 mg/mL (Xyl T3) e 15,33 mg/mL 
(Xl T4). Para xilana insolúvel os valores de Km de Xyl T1 e Xyl T2 foram de 0,47 e 
10,90 mg/mL, respectivamente, e 4,67 e 9,59 mg/mL para Xyl T3 e Xyl T4, 
respectivamente. As variações dos valores de Vmax para xilanas solúvel e insolúvel 
foram 0,15 e 5,37 UI/mL e 0,08 e 2,46 UI/mL, respectivamente. À temperatura 
ambiente, as enzimas demonstraram meias-vidas de cinco dias (Xyl T1), maior que 
sete dias (Xyl T2 e Xyl T4) e de 2,5 dias (Xyl T3). As quatro enzimas foram ativadas 
pelo íon Mn2+ (10 mM) e inibidas pelos íons Hg2+ e K+ (1 e 10 mM). Os reagentes 
NBS e DEPC inibiram Xyl T1 e Xyl T2, enquanto que o DTNB teve ação inibitória 
sobre Xyl T1 e ativadora sobre Xyl T2. Xyl T1 e Xyl T2 foram específicas para 
xilana como substrato.  
Palavras chave: β-xilanases, purificação, caracterização, espectrometria de massa, 
microscopia de força atômica.  
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A purificação de xilanases é necessária para alguns estudos bioquímicos e 
moleculares detalhados, é necessária também para a determinação acurada das 
sequências primárias de aminoácidos e estrutura terciária da proteína. A chave para a 
obtenção de estratégias de purificação eficientes é a escolha de técnicas apropriadas que 
possam maximizar o rendimento e a pureza da enzima e, ao mesmo tempo, minimizar o 
número de passos necessários para a purificação (Sá-Pereira, Paveia et al., 2003). 
Entretanto, para muitas aplicações industriais, a utilização de enzimas puras é inviável, 
pois o processo de purificação proteica é laborioso e dispendioso. Dada a importância 
das xilanases, consideráveis esforços têm sido feitos para aperfeiçoar sua produção 
(Ximenes, Sousa et al., 1999; Salles, Cunha et al., 2000; Carmona, Fialho et al., 2005; 
Badhan, Chadha et al., 2007; Amir, Arif et al., 2013).  
Xilanases foram descritas em fungos, bactérias e leveduras, entretanto, fungos 
filamentosos são particularmente úteis para produção de xilanases do ponto de vista 
industrial, pois eles secretam maiores quantidades de enzimas xilanolíticas que bactérias 
ou leveduras. Dentre os fungos filamentosos, os gêneros Aspergillus e Trichoderma são 
os mais extensivamente estudados. Devido à diversidade na estrutura química das 
xilanas que podem ser derivadas de inúmeras fontes, uma grande variedade de xilanases 
é conhecida, com atividades hidrolíticas, propriedades físico-químicas e estruturas 
diferentes. Além disso, derivados de xilanas são frequentemente usados para induzir a 
produção de xilanases por micro-organismos, usando-se tanto fermentação em estado 
sólido, quanto submersa (Haltrich, Nidetzky et al., 1996; Puchart, Katapodis et al., 
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1999; Polizeli, Rizzatti et al., 2005; Agnihotri, Dutt et al., 2010; Kamble e Jadhav, 
2012; Motta, Andrade et al., 2013).  
Como descrito no capítulo I, a hemicelulose é a segunda fração de biomassa 
renovável mais abundante na natureza e a xilana é o principal componente da 
hemicelulose. A xilana é um heteropolissacarídeo ramificado e complexo, sendo 
encontradas em maiores proporções em angiospermas que em gimnospermas, sendo 
uma fonte potencial para produção de muitos produtos de alto valor agregado (Motta, 
Andrade et al., 2013; Sharma e Kumar, 2013). Devido à heterogeneidade e à natureza 
química complexa da xilana, a sua hidrólise completa envolve a ação sinérgica de 
enzimas que clivem tanto a cadeia principal como a lateral. Entre estas enzimas, a β-
xilanases (EC 3.2.1.8) tem papel importante, pois ela hidrolisa ligação β 1-4 entre os 
resíduos de D-xilose na cadeia principal. O interesse em xilanases têm sido marcante 
nos últimos anos por seu potencial biotecnológico, principalmente devido à sua 
utilização na indústria de papel e celulose, no processo de branqueamento do papel. 
(Puchart, Katapodis et al., 1999; Beg, Kapoor et al., 2001; Collins, Gerday et al., 2005; 
Polizeli, Rizzatti et al., 2005; Sandrim, Rizzatti et al., 2005; Sudan e Bajaj, 2007; 
Magalhães e Milagres, 2009; Pandya e Gupte, 2012; Sharma e Kumar, 2013; Torres e 




2.1. Purificar xilanases a partir do cultivo líquido de A. terreus contendo bagaço de 
cana, piolho de algodão sujo e casca de soja como fontes de carbono; 
2.2. Caracterizar as xilanases purificadas quanto a diversos parâmetros, incluindo 
cinético e físico-químicos; 
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2.3. Utilizar técnicas de espectrometria de massa e microscopia de força atômica 
para diferencias as duas xilanases purificadas a partir do cultivo de A. terreus 
em bagaço de cana de açúcar como fonte de carbono.  
 
3. Material e métodos 
 
3.1. Origem dos reagentes 
 
Os reagentes xilana de bétula (birchwood), xilana de faia (beechwood) e xilana de 
aveia (oat spelt); carboximetil-celulose (CM-celulose), pectina, manana, β- 
mercaptoetanol, N-bromosuccinimida (NBS), iodoacetamida, dietil-pirocarbonato 
(DEPC), 5,5-ditio-bis-ácido-2-nitrobenzóico (DTNB), 1-etil-3-(3-dimetilamino-propil)-
carbodiimida (EDC), 2,2-ditiodipiridina, 1,4-ditiotreitol (DTT), L-cisteína e L-
triptofano foram adquiridos da Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO, USA). Dodecil 
sulfato de sódio (Sodiumdodecyl sulfate, SDS) foi proveniente da Gibco BRL Life 
Technologies (Japão). N,N,N’,N’- tetrametilenediamino (TEMED) adquiridos da ICN 
Biomedicals, Inc (Aurora, OH, USA). As resinas cromatográficas Sephadex G-50, 
DEAE-sephacel, além do marcador de massa molecular Low Molecular Weight (LMW) 
foram adquiridos da GE Healthcare Life Sciences (Piscataway, NJ, USA). Todos outros 
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3.2. Purificação de xilanases 
 
3.2.1. Xyl T1 e Xyl T2 
 
Todos os passos cromatográficos foram realizados à temperatura ambiente. O 
extrato bruto, cultivado em bagaço de cana como fonte de carbono, foi concentrado 
aproximadamente 10 vezes por ultrafiltração, usando o sistema Amicon (Amicon Inc., 
Beverly, MA, 01915, USA), com uma membrana de exclusão molecular de 10 kDa. 
Alíquotas do concentrado e do ultrafiltrado foram fracionadas por cromatografia de 
filtração em gel Sephadex G-50 (51,0 x 3,6 cm) equilibrada com tampão fosfato de 
sódio 50 mM, pH 7,0. Frações de 5 mL foram eluídas com fluxo de 20 mL/h, e as 
frações contendo atividade de β-xilanase foram reunidas e aplicadas em uma coluna de 
troca iônica DEAE-sephacel (8,0 x 3,0 cm) equilibrada com o mesmo tampão descrito 
anteriormente. Frações de 5 mL foram coletadas em um fluxo de 30 mL/h. A coluna foi 
lavada com o tampão acima citado, seguido por um gradiente linear de NaCl (0 - 1,0 
M), pH 7,0. As frações com atividade de β-xilanase foram reunidas e armazenadas a 
4ºC. As β-xilanases purificadas a partir do concentrado e do ultrafiltrado foram 
denominadas de Xyl T1 e Xyl T2, respectivamente (figura 3.1). 
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Figura 3.1. Esquema da purificação de Xyl T1 e Xyl T2.  
 
3.2.2. Xyl T3 
 
O extrato bruto foi proveniente do meio cultivado com piolho de algodão sujo. O 
processo de purificação de Xyl T3 foi feito como descrito anteriormente, no item 3.1.1, 
para Xyl T1 e Xyl T2, até a cromatografia de filtração em gel Sephadex G-50. Após esta 
cromatografia, as frações com atividade de β-xilanase foram concentradas duas vezes 
por speed vac. As amostras foram então ressuspensas em água Milli-Q e submetidas à 
outra cromatografia de exclusão molecular, para dessalinização, em coluna HiTrap™ 
Desalting (GE Healthcare) no sistema ÄKTA purifier. A eluição foi isocrática em 
tampão acetato de sódio 50 mM, pH 5,0, a um fluxo de 300 mL/h. Após a 
dessalinização, as amostras foram aplicadas em superloop do sistema ÄKTA purifier 
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(GE Healthcare), em uma coluna de troca iônica HiTrapTM SP Fast Flow (HiTrap SP 
FF) de 1 mL, a um fluxo de 60 mL/h. A coluna foi eluída com o mesmo tampão citado 
anteriormente, seguido por um gradiente linear de NaCl (0 - 1,0 M), pH 5,0. As frações 
com atividade de β-xilanase foram armazenadas a 4ºC e denominadas Xyl T3. Todos os 
tampões utilizados no sistema AKTA purifier foram filtrados em membrana de exclusão 
molecular de 0,22 µm (GE Healthcare) e previamente de-aerados (figura 3.2). 
 
 
Figura 3.2. Esquema da purificação de Xyl T3.  
 
3.2.3. Xyl T4 
 
O meio de cultura contendo casaca de soja como fonte de carbono foi 
ultrafiltrado e aplicado em coluna de exclusão molecular Sephadex G-50, conforme 
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descrito no item 3.1.1. Após a cromatografia de filtração em gel, as frações com 
atividade de β-xilanase foram dialisadas contra tampão acetato de sódio 50 mM, pH 5,0. 
As amostras foram aplicadas em superloop do sistema ÄKTA purifier (GE Healthcare), 
e os demais passos desta purificação foram os mesmo já descritos anteriormente no item 
3.1.2, deste capítulo. A β-xilanase purificada a partir do cultivo de A. terreus com casca 
de soja como fonte de carbono foi denominada Xyl T4 e o esquema de sua purificação 
está demonstrado na figura 3.3.  
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3.3. Eletroforese em gel de poliacrilamida desnaturante 
 
O grau de pureza das enzimas purificadas foi analisado por SDS-PAGE 
(Laemmli, 1970). As amostras foram previamente submetidas à precipitação por 
solução de ácido tricloroacético (TCA) 10% em água, e incubadas por 1 h a 4°C. Em 
seguida, as amostras foram submetidas à centrifugação a 14000 rpm por 15 min a 4°C. 
Posteriormente, estas foram lavadas por três vezes, em acetona PA refrigerada, e 
centrifugadas conforme mencionado anteriormente. As amostras permaneceram à 
temperatura ambiente por 3 min para secagem. Após este período, as mesmas foram 
ressuspensas em 20 µL de água milli-Q, e, a este volume, foram adicionados 10 µL de 
tampão de amostra (Tris-HCl 125 mM, pH 6,8; SDS 2,0%; azul de bromofenol 0,05%; 
glicerol 20% e β-mercaptoetanol 5,0%). Após precipitação com TCA, as amostras 
foram fervidas por 5 min e aplicadas no gel de poliacrilamida 12%. A eletroforese foi 
realizada em sistema Mini-Protean Tetra Cell (Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA, 
EUA) contendo SDS 0,1% (v/v). Para cada corrida, foram utilizados 2 µL de marcador 
de massas moleculares Low Molecular Weight (LMW), contendo: fosforilase b (97,0 
kDa), soroalbumina bovina (66,0 kDa), ovoalbumina (45,0 kDa), anidrase carbônica 
(30,0 kDa), inibidor de tripsina (20,1 kDa) e α-lactalbumina (14,4 kDa) (GE 
Healthcare). A eletroforese foi realizada em tampão de corrida (Tris-HCl 25 mM, 
glicina 192 mM e SDS 0,1% (v/v), pH 8,3), à temperatura ambiente, submetida a 25 
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3.4. Coloração com nitrato de prata 
 
Após a corrida das amostras em SDS-PAGE, as bandas proteicas foram 
reveladas por coloração com nitrato de prata (Blum, Beier et al., 1987). O gel foi 
incubado sob agitação, em solução fixadora (v/v) (metanol 40% e ácido acético 7%) 
pelo período mínimo de 1 h. Em seguida, o gel foi lavado por três vezes em solução 
etanol 50% (v/v) durante 20 min cada, sob agitação. Após as lavagens, o gel foi 
incubado por 1 min em solução de tiossulfato de sódio 0,02% (m/v), lavado três vezes 
em água destilada e incubado na solução de coloração (nitrato de prata 0,2% (m/v), 
formaldeído 0,03% (v/v) em água destilada) por 15 min, sob agitação. Novamente, o gel 
foi lavado três vezes em água destilada e submetido à solução reveladora (carbonato de 
sódio 6,0% (m/v), tiossulfato de sódio 0,004% (v/v), formaldeído 0,02% (v/v) em água 
destilada). A reação foi interrompida com solução fixadora, após o surgimento das 
bandas. 
 
3.5. Caracterização das amostras de xilanases purificadas 
 
A quantificação das proteínas e os ensaios enzimáticos foram realizados 
conforme descritos no capítulo II, itens 3.5 e 3.6, respectivamente. Os ensaios de efeito 
de temperatura e pH foram feitos conforme mencionado no item 3.5 do capítulo II. O 
ensaio de termoestabilidade das amostras enzimáticas purificadas foi realizado à 
temperatura ambiente e a 50ºC. Alíquotas foram retiradas em intervalos determinados 
para a quantificação da atividade enzimática residual de xilanase. A atividade foi 
expressa como atividade relativa, sendo que o valor de 100% de atividade correspondeu 
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à atividade realizada no tempo zero de incubação. Os desvios-padrão foram calculados 
como percentuais da média para o ensaio correspondente. 
 
3.5.1. Determinação de parâmetros cinéticos 
 
Os parâmetros cinéticos (Km e Vmax) das amostras enzimáticas purificadas 
foram determinados para frações solúveis e insolúveis de xilana de bétula (birchwood). 
Foi pesado 1 g de xilana e então foram adicionadas 20 mL de solução de NaOH 1,0 M, 
seguida de agitação por 30 min à temperatura ambiente, na sequência adicionou-se 20 
mL de solução de HCl 1,0 M, seguida de agitação por 30 min. A este volume adicionou-
se tampão acetato de sódio 100 mM, pH 5,0 para completar o volume final de 100 mL. 
As soluções de xilana foram agitadas por mais 30 min à temperatura ambiente, e 
posteriormente, centrifugadas a 8.500 g por 15 min a 4°C resultando em duas frações: 
uma solúvel e outra insolúvel (Filho, Puls et al., 1993). As duas frações foram 
previamente dialisadas contra água destilada, em sacos de diálise com poros de 12 kDa 
a 4ºC, e liofilizadas.  O ensaio enzimático foi realizado conforme descrito anteriormente 
(capítulo II, item 3.6), usando como substrato as frações solúveis e insolúveis da xilana 
no intervalo de concentração de 0,66 a 40 mg/mL. A constante de Michaelis-Menten 
(Km) e a velocidade máxima de reação (Vmax) foram determinadas pelo método de 
regressão não linear Enzffiter (Leatherbarrow, 1999).  
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3.5.2. Efeito de íons metálicos, agentes modificadores de aminoácidos e 
aminoácidos 
 
O efeito dos íons (Ag+, K+, Na+, Co2+, Ca2+, Cu2+, Fe2+, Hg2+, Mg2+, Mn2+, Zn2+, 
Al3+,Fe3+)  e EDTA sobre a atividade das xilanases purificadas foi determinado pela 
pré-incubação das amostras enzimáticas com as soluções aquosas dos respectivos íons 
nas concentrações finais de 1 e de 10 mM. 
O efeito dos reagentes modificadores de aminoácidos e dos aminoácidos sobre a 
atividade das amostras enzimáticas foi determinado pela pré-incubação das amostras 
enzimáticas com soluções dos reagentes, nas concentrações finais de:  
• 1 mM: NBS 
• 2 mM: 5,5- ditio-bis (ácido 2-nitrobenzóico) (DTNB) e 2,2-
ditiodipiridina (DTP) 
• 5 mM: L-triptofano, iodoacetamida, dietil pirocarbonato (DEPC), 1-etil-
3-(3-dimetilamino-propil)- carbodiimida (EDC) e β-mercaptoetanol;  
• 20 mM: 1,4-ditiotreitol (DTT), L-cisteína e Dodecil Sultafo de Sódio 
(SDS).  
Os controles foram feitos substituindo-se o volume dos reagentes por água ou no 
caso do DTNB e DTT, por álcool etílico 4% .   
O efeito dos íons e dos reagentes foi avaliado pela pré-incubação das amostras 
por 20 minutos, à temperatura ambiente, e a atividade residual de xilanase foi 
quantificada como descrito anteriormente (capítulo II, item 3.6). A atividade foi 
expressa como atividade relativa, sendo que o valor de 100% de atividade correspondeu 
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à atividade realizada no tempo zero de incubação. Os desvios-padrão foram calculados 
como percentuais da média para o ensaio correspondente. 
 
3.5.3. Atividade em substratos sintéticos 
 
Para os experimentos envolvendo ρ-nitrofenil glicosídeos, as atividades de β-
xilosidade, β-glicosidase, β-manosidase e α-arabinofuranosidase foram determinadas 
com os substratos ρ-nitrofenil-β-D-xilopiranosideo (ρNPX), ρ-nitrofenil-β-D-
glicopiranosideo (ρNPG), ρ-nitrofenil-β-D-manopiranosideo (ρNPM) e ρ-nitrofenil-α-
arabinopiranosideo (ρNPA), respectivamente (Ximenes, Silveira et al., 1996). A 
amostra enzimática (100 µL) foi misturada ao substrato (50 µL) e a 850 µL de água 
destilada.  A mistura foi incubada por 10 minutos a 50ºC e a reação foi interrompida 
pela adição de 1,0 mL de solução de Na2CO3 1,0 M. O produto (ρNP) liberado foi 
quantificado pela leitura da absorbância a 410 nm. Uma unidade de atividade foi 
definida com a quantidade de enzima que catalisou a liberação de 1,0 µmol/L de 
ρNP/minuto/mL.   
 
3.5.4. Atividade de celulase total 
 
O ensaio para celulase total (FPase) foi realizado pela adição de 150 µL de 
solução enzimática a uma tira de papel de filtro (Whatman nº. 1) de dimensões 1,0 x 6,0 
cm, como substrato, incubados a 50ºC por 60 min (Ghose, 1987). As reações foram 
interrompidas pela adição de 150 µL de solução do ácido 3,5-dinitro-salicílico (DNS) e 
incubação em água fervente por 10 min. (Miller, 1959). Em seguida, foram adicionados 
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150 µL de água destilada e a glicose liberada foi quantificada pela leitura a 540 nm 
(SpectraMax M2e, Molecular Devices Co., EUA). As atividades enzimáticas foram 
expressas em UI/mL, que é definida como a quantidade de açúcares redutores liberados 
na unidade de tempo por mililitro (µmol de açúcar redutor/min/mL), usando-se glicose 
como padrão.  
 
 
3.6. Espectrometria de massa MALDI-TOF (Xyl T1 e Xyl T2) 
 
Os experimentos de espectrometria de massa foram realizados no laboratório de 
bioquímica e química de proteínas da Universidade de Brasília (UnB), sob supervisão 
do Prof. Dr. Carlos André Ornelas Ricart.  
 
3.6.1. Preparo das amostras 
 
As proteínas purificadas foram separadas por eletroforese desnaturante em gel 
de poliacrilamida e, em seguida, submetidas a um processo de digestão em gel 
(Shevchenko, Tomas et al., 2006). As bandas de interesse foram descoradas utilizando-
se solução de ferricianeto de potássio 15 mM e tiossulfato de sódio 50 mM e, por fim, 
lavadas com água até que o gel ficasse transparente. As bandas foram, então, 
submetidas a agente redutor por 1 hora a 56°C com a adição de DTT 10 mM em tampão 
NH4HCO3 10 mM e em seguida alquiladas por 1 hora a temperatura ambiente em 
iodoacetamida 55 mM em tampão NH4HCO3 a 10 mM. Após esse processo, as bandas 
foram submetidas a três ciclos de lavagens de 7 minutos em tampão NH4HCO3 (10 
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mM), seguidos de 7 minutos de lavagens em acetonitrila (ACN) 100%. Após a lavagem 
em ACN as bandas foram reidratadas em tampão de digestão gelado (NH4HCO3 10 
mM; CaCl2 5 mM; 10% acetonitrila) adicionado de tripsina 1,25 µg/100µL (Promega, 
Madison, WI, EUA) e incubados a 40°C por 17 horas. 
 
3.6.2. Espectrometria de massa (MS) e “Peptide Mass Fingerprinting” 
(PMF) por MALDI-TOF 
 
Para análise por espectrometria de massas (MS) os peptídeos resultantes da 
digestão tríptica foram acidificados com a adição de 1 µL de TFA 0,1% (Ácido 
trifluoroacético). A solução resultante de peptídeos foi dessalinizada e concentrada em 
coluna de fase reversa (POROS R2) e, então, eluída utilizando solução de mistura de 
matrizes (1:1) contendo ácido 2,5-dihidroxibenzóico 2,5 µg/µL (DHB; diluído em ACN 
90% e ácido fórmico 0,5%) e ácido α-ciano-4-hidroxicinâmico 2,5 µg/µL (CHCA; 
diluído em ACN 90% e TFA 0,01%). As amostras eluídas foram aplicadas em placas 
AnchorChip™ (Bruker Daltonics, Bremen, Alemanha).  
A análise foi feita utilizando o espectrômetro de massa Autoflex II MALDI-
TOF/TOF (Bruker Daltonics). Antes da obtenção dos espectros das amostras, realizou-
se uma calibração do equipamento utilizando-se uma mistura de peptídeos de massas 
conhecidas (Peptide calibration standard, Bruker Daltonics) plaqueada com a mesma 
mistura de matrizes (DHB e CHCA). 
Para cada amostra foram gerados espectros de massas em modo refletor positivo 
com o auxílio do programa FlexControl v. 2.4 (Bruker Daltonics). Em seguida, os 
espectros foram editados e analisados no programa FlexAnalysis v. 2.4 (Bruker 
Daltonics). Para cada espectro foram geradas listas de picos contendo as massas 
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monoisotópicas dos peptídeos trípticos observados. As listas foram usadas para buscar 
massas semelhantes contra o banco de dados de sequência de proteínas de fungos online 
do NCBI (National Center for Biotechnology Information, Bethesda, EUA) e também 
sequencias de proteínas de fungos online contra o banco de dados de A. terreus gerado a 
partir do seu genoma, disponibilizados no NCBI, utilizando-se o programa BioTools v. 
3.0 (Bruker Daltonics) acoplado ao programa Mascot (http://www.matrixscience.com/). 
(Perkins, Pappin et al., 1999). Como parâmetro de busca utilizou-se 
carbamidometilação da cisteína (proveniente da alquilação com iodoacetamida) como 
modificação fixa. Estabeleceu-se como zero ou, no máximo, um, os sítios de clivagem 
perdidos pela tripsina. Não foram impostas restrições de massa. Para que uma 
identificação fosse considerada significativa observaram-se as que apresentaram score 
acima do limiar calculado pelo Mascot considerando-se valor de p < 0,05.  
 
3.7. Microscopia de Força Atômica (MFA) 
  
Os experimentos de microscopia de força atômica foram realizados na 
EMBRAPA-CENARGEN, sob supervisão do Dr. Luciano Paulino Silva. Xyl T1 e Xyl 
T2 foram analisadas por MFA com o intuito de investigar suas características 
topográficas. Um pedaço de mica recém-clivada foi colada a um disco de ferro com 
uma fita dupla-face, em seguida 3 µL de amostra foram colocadas sobre a superfície da 
mica e, então, secas ao ar. Para remover os sais contidos nas amostras, Xyl T1 e Xyl T2 
foram previamente lavadas contra água mili-Q. As amostras foram analisadas em modo 
dinâmico, com força constante, com aquisição de imagem de altura (topografia) e fase 
(viscoelasticidade), por microscópio de força atômica (SPM-9600 Shimadzu, Japão). As 
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imagens foram obtidas a aproximadamente a 20ºC e 20% de umidade relativa. As áreas 
escaneadas foram quadrados de 5 µm×5 µm com frequência de 1 Hz, aplicando 500 pN 
de força constante. Traço e retraço foram realizados durante o processo, a fim de provar 
que as amostras não foram modificadas durante as etapas de digitalização. Todas as 
imagens de MFA contêm 512 x 512 pixels e as imagens adquiridas foram e processados 
com o auxílio do software de SPM-9600 off-line (versão 3,304, Shimadzu, Japão). As 
análises estatísticas foram realizadas com o software OriginPro (versão 8.0, OriginLab, 
EUA.  
3.8. Análises estatísticas 
 
Todas as análises estatísticas (com exceção da MFA) foram feitas com o 
software Statistica 8.0. Os dados foram submetidos à ANOVA fatorial ou One way 
ANOVA e post-hoc teste LSD Fisher de comparação pareada, com nível de 
significância de 0,05%.   
 
4. Resultados e Discussão 
 
4.1. Purificação de xilanases 
 
O pool de xilanases obtido a partir dos cultivos líquidos com bagaço de cana, 
piolho de algodão ou casca de soja foi isolado por uma combinação de ultrafiltração e 
cromatografias, conforme mostrado anteriormente nas figuras 3.1, 3.2 e 3.3. O sistema 
xilanolítico de A. terreus foi fracionado por ultrafiltração usando membrana de corte de 
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10 kDa. A habilidade de β-xilanases de mudar sua conformação e passar através de 
membranas com ponto de corte de 10 kDa é comumente descrito para xilanases de 
origem fúngica (Sá-Pereira, Paveia et al., 2003). A figura 3.4 mostra a quantificação da 
atividade xilanolítica presente nas frações concentrada e ultrafiltrada proveniente dos 
meios de cultura cultivados com bagaço de cana, piolho de algodão sujo e casca de soja. 
Embora o extrato bruto cultivado com casca de soja como fonte de carbono tenha 
apresentado maior atividade de xilanase (discutido no capítulo II), após o fracionamento 
por ultrafiltração, nota-se atividades maiores nas frações provenientes do cultivo com 
bagaço de cana de açúcar. Este fato pode ser devido à menor estabilidade das xilanases 
provenientes do cultivo com casca de soja.   
 
 
Figura 3.4. Atividade xilanolítica presente nas frações concentrada (preto) e 
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O perfil de eluição da fração concentrada originária do cultivo de A. terreus com 
bagaço de cana em coluna de sephadex G-50, resultou na separação de dois picos de 
atividade de β-xilanase, conforme mostrado na figura 3.5 (A). O primeiro pico de β-
xilanase foi eluído em um único pico de proteína e posteriormente purificado por 
cromatografia de troca iônica DEAE-sephacel (figura 3.5 – B). O perfil de eluição do 
ultrafiltrado mostrou apenas um pico de β-xilanase que foi eluído antes do pico maior 
de proteína (figura 3.6 – A). O pico de atividade enzimática foi fracionado por 
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Figura 3.5. Perfis cromatográficos da purificação da enzima Xyl T1, a partir da fração 
concentrada do extrato bruto proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço de cana de 
açúcar como fonte de carbono. Cromatografia de filtração em gel em resina Sephadex 
G-50, equilibrada com tampão fosfato de sódio (50 mM, pH 7,0), com fluxo de 20 mL/h 
(A). Cromatografia de troca iônica do primeiro pico de atividade xilanolítica da 
cromatografia Sephadex G-50, em resina DEAE-sephacel, equilibrada com tampão 
fosfato de sódio (50 mM, pH 7,0), com fluxo de 30 mL/h (B). Absorbância a 280 nm 
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Figura 3.6. Perfis cromatográficos da purificação da enzima Xyl T2, a partir da fração 
ultrafiltrada do extrato bruto proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço de cana de 
açúcar como fonte de carbono. Cromatografia de filtração em gel em resina Sephadex 
G-50, equilibrada com tampão fosfato de sódio (50 mM, pH 7,0), com fluxo de 20 mL/h 
(A). Cromatografia de troca iônica em resina DEAE-sephacel, equilibrada com tampão 
fosfato de sódio (50 mM, pH 7,0), com fluxo de 30 mL/h (B). Absorbância a 280 nm 
(◊), atividade de xilanase (■) e gradiente de NaCl (▬).  
 
No fracionamento em resina de troca aniônica do tipo DEAE-sephacel, tanto Xyl 
T1 quanto Xyl T2 foram eluídas apenas no tampão de equilíbrio, antes do gradiente de 
NaCl.   
A 
B 
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Assim como o extrato bruto proveniente do cultivo de A. terreus com bagaço de 
cana de açúcar, o extrato proveniente do cultivo com piolho de algodão sujo também foi 
ultrafiltrado em membrana de corte de 10 kDa e aplicado em coluna de filtração em gel 
Sephadex G-50. A figura 3.7 (A) mostra o perfil de eluição da fração ultrafiltrada, com 
um pico de atividade xilanolítica pouco antes do pico de proteínas. Posteriormente, este 
pico de atividade de xilanase foi purificado por cromatografia em sistema AKTA 
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Figura 3.7. Perfis cromatográficos da purificação da enzima Xyl T3, a partir da fração 
ultrafiltrada do extrato bruto proveniente do cultivo de A. terreus em piolho de algodão 
sujo como fonte de carbono. Cromatografia de filtração em gel em resina Sephadex G-
50, equilibrada com tampão fosfato de sódio (50 mM, pH 7,0), com fluxo de 20 mL/h 
(A). Cromatografia de troca iônica em coluna HiTrap SP FF, em sistema Akta Purifier, 
equilibrada com tampão acetato de sódio (50 mM, pH 5,0), com fluxo de 300 mL/h (B). 
Absorbância a 280 nm (◊), atividade de xilanase (■). 
 
O extrato bruto proveniente do cultivo em casca de soja como fonte de carbono 
foi fracionado da mesma forma que os outros dois extratos brutos descritos 
anteriormente. O perfil de eluição da fração ultrafiltrada em coluna Sephadex G-50 
mostrou apenas um pico de atividade xilanolítica, antes do pico de proteínas (figura 3.8 
A 
B 
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– A). Este pico de atividade foi reunido e purificado por cromatografia de troca iônica, 
em coluna catiônica HiTrap SP FF, em sistema AKTA purifier (figura 3.8 – B).  
 
 
Figura 3.8. Perfis cromatográficos da purificação da enzima Xyl T4, a partir da fração 
ultrafiltrada do extrato bruto proveniente do cultivo de A. terreus em casca de soja como 
fonte de carbono. Cromatografia de filtração em gel em resina Sephadex G-50, 
equilibrada com tampão fosfato de sódio (50 mM, pH 7,0), com fluxo de 20 mL/h (A). 
Cromatografia de troca iônica em coluna HiTrap SP FF, em sistema Akta Purifier, 
equilibrada com tampão acetato de sódio (50 mM, pH 5,0), com fluxo de 300 mL/h (B). 
Absorbância a 280 nm (◊), atividade de xilanase (■) e gradiente de NaCl (▬). 
 
Xilanases fúngicas têm sido purificadas até a homogeneidade aparente por 
diferentes técnicas cromatográficas, incluindo filtração em gel e troca iônica com 
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diferentes graus de rendimento (Sá-Pereira, Paveia et al., 2003).  Xyl T1 e Xyl T2 
tiveram rendimentos de 5,70 e 74,70%, respectivamente (tabela 3.1). O baixo 
rendimento da purificação de Xyl T1 é consistente com outros estudos envolvendo 
purificação de xilanases nos quais o rendimento foi baixo. Um baixo rendimento foi 
também reportado para uma β-xilanase de A. terreus S7 (13,90%) (Pal, Ray et al., 
2006), A. fumigatus (4,49%) (Amir, Arif et al., 2013), A. awamori (4,58%) (Teixeira, 
Siqueira et al., 2010) e A. niger (9,5%) (Milanezi, Mendoza et al., 2012). Devido ao 
fato de que β-xilanases atuam sinergicamente para a completa hidrólise de xilana, e, 
como foi detectada outra forma de β-xilanase no ultrafiltrado (Xyl T2), o rendimento da 
purificação de Xyl T1 foi provavelmente subestimado. Por outro lado, a β-xilanase Xyl 
T2 (tabela 3.1), teve um rendimento muito superior aos comumente descritos para β-
xilanases, como  β-xilanases purificadas de P. capsulatum (13,7 e 12%)  (Filho, Puls et 
al., 1993), A. oryzae (16,74%) (Duarte, Moreira et al., 2012), Paecilomyces themophila 
(38,3%) (Li, Tian et al., 2006) e A. caespitosus (61,6 e 22%) (Sandrim, Rizzatti et al., 
2005). Xyl T3 (tabela 3.2) e Xyl T4 (tabela 3.3) apresentaram rendimentos de 26% e 
43%, respectivamente. Os rendimentos descritos para as purificações de xilanases de C. 
subvermispora, de 44% (Magalhães e Milagres, 2009) e de Bacillus stearothermophilus 
T-6 (46%) (Khasin, Alchanati et al., 1993), foram bastante próximos ao observado para 
Xyl T4.  
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Tabela 3.1. Resumo das etapas de purificação de Xyl T1 e de Xyl T2 produzidas por A. terreus cultivado em bagaço de cana de açúcar como 














Extrato bruto 27,315 2,616 0,096 1,000 100,000 
Xyl T1      
Concentrado 6,500 0,286 0,044 0,460 10,930 
Sephadex G-50 2,950 0,221 0,075 0,783 8,460 
DEAE-Sephacel 0,094 0,149 1,578 16,48 5,700 
Xyl T2      
Ultrafiltrado 4,975 1,184 0,238 2,486 45,270 
Sephadex G-50 1,683 1,953 1,160 12,114 74,650 
DEAE-Sephacel 3,290 1,954 0,594 6,201 74,700 
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Extrato bruto 6,240 158,000 25,183 1,000 100,000 
Concentrado 3,239 9,500 2,933 0,116 6,010 
Ultrafiltrado 1,694 54,540 32,198 1,279 34,520 
Sephadex G-50 0,950 81,300 85,579 3,398 51,456 
HiTrap SP FF 0,055 41,850 76,213 30,264 26,487 
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Extrato bruto 30,544 103,002 3,372 1,000 100,000 
Concentrado 47,426 8,953 0,189 0,056 8,692 
Ultrafiltrado 12,290 67,988 5,532 1,640 66,007 
Sephadex G-50 3,932 118,607 30,164 8,945 115,150 
HiTrap SP FF 3,401 45,117 13,264 3,933 43,802 
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As β-xilanases purificadas foram visualizadas em gel de poliacrilamida 12%. A 
eletroforese sob condições desnaturantes de Xyl T1 e Xyl T2 (figura 3.9) mostrou uma 
única banda protéica, apresentando massas moleculares aparentes de 24,3 e 23,6 kDa, 
respectivamente. As eletroforeses tanto de Xyl T3 (dados não mostrados) como de Xyl 
T4 (figura 3.10) mostraram também bandas únicas. Xyl T4 apresentou massa molecular 
aparente de 23,4 kDa. A massa molecular de Xyl T3 não pode ser determinada devido à 
baixa concentração proteica e não pode ser detectada pela coloração com nitrato de 
prata. As massas moleculares observadas são condizentes com a relatada por Chidi e 
Godana et al (2008) para uma β-xilanase purificadas de A. terreus UL 4209, com massa 
de 22 kDa. Entretanto, massas moleculares de 33 e 67 kDa foram determinadas para β-
xilanases de A. terreus, cepas BCC 129 e S7,  respectivamente (Chantasingh, Pootanakit 
et al., 2006; Pal, Ray et al., 2006). As β-xilanases purificadas apresentaram massas 
moleculares menores que outras β-xilanases purificadas de Aspergillus. As xilanases de 
A. versicolor (Carmona, Fialho et al., 2005), A. niger (Milanezi, Mendoza et al., 2012) e 
A. awamori (Teixeira, Siqueira et al., 2010) apresentam massas moleculares de 32 kDa. 
Uma xilanase de A. fumigatus apresentou massa de 43 kDa (Amir, Arif et al., 2013), 
enquanto que xilanases de A. sojae apresentaram massas de 33 e 36 kDa (Kimura, 
Sasahara et al., 1995). Os zimogramas dessas amostras também mostraram uma única 
banda de atividade de β-xilanase, coincidente com aquela corada com nitrato de prata 
(dados não mostrados). Xilanases de baixa massa molecular como Xyl T1, Xyl T2 e Xyl 
T4 apresentam propriedades que as tornam úteis em etapas de branqueamento de papel, 
uma vez que enzimas com menores massas moleculares podem penetrar com maior 
facilidade na matriz hemicelulose-lignina-celulose das fibras constituintes da polpa de 
celulose, e hidrolisar eficientemente a xilana, alterando de maneira eficiente as 
propriedades da polpa (Filho, 1998; Medeiros, Silva et al., 2007). Xilanases com massas 
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moleculares menores que 30 kDa têm sido agrupadas na família GH 11 (Henrissat e 
Bairoch, 1993; Sharma e Kumar, 2013). 
 
 
Figura 3.9. SDS-PAGE (12%) das amostras purificadas Xyl T1 e Xyl T2, corado com 
nitrato de prata. MW – marcador de massa molecular contendo as proteínas: fosforilase 
B (97 kDa), soroalbumina (66 kDa), ovoalbumina (45 kDa), anidrase carbônica (30 
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Figura 3.10. SDS-PAGE (12%) da amostra purificada de Xyl T4 corado com nitrato de 
prata. MW – marcador de massa molecular contendo as proteínas: fosforilase B (97 
kDa), soroalbumina (66 kDa), ovoalbumina (45 kDa), anidrase carbônica (30 kDa), 
inibidor de tripsina (20,1 kDa) e α-lactalbumina (14,4 kDa).  
 
4.2. Espectrometria de massa de Xyl T1 e Xyl T2 
 
As bandas protéicas de Xyl T1 e Xyl T2 separadas por SDS-PAGE foram 
excisadas e digeridas com tripsina. Embora as bandas das enzimas tenham migrado 
muito próxima uma a outra, a análise por espectrometria de massas (peptide mass 
fingerprint; PMF), mostrou um perfil de espectros completamente diferente (figura 
3.11). Analisando-se ainda os 14 picos mais intensos de cada espectro, tem-se que, 
provavelmente, Xyl T1 e Xyl T2 são enzimas distintas. Contudo, a análise dos espectros 
de fragmentação dos peptídeos obtidos (MS/MS) não revelou nenhuma sequência que 
tivesse identificação positiva com alguma proteína do banco de dados do NCBI para 
fungos. Em um estudo feito por Chidi, Godana, et al (2008) verificou-se que as 
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sequências de 8 peptídeos, resultantes da análise por MALDI TOF/TOF, mostraram que 
a β-xilanase produzida por A. terreus UL 4209 tem homologia com outras do 




Figura 3.11.  Espectrometria de massa de amostras de Xyl T1 (A) e Xyl T2 (B) após 
digestão com tripsina. Os 14 picos mais intensos após a digestão tríptica estão indicadas 
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4.3. Microscopia de massa atômica (MFA) de Xyl T1 e Xyl T2  
 
A microscopia de força atômica (MFA) gera imagens tridimensionais, permitindo a 
medição de estruturas não coradas e não revestidas, com observação direta de espécimes 
nativos ou em condições quase nativas (Yang, An et al., 2005). A MFA tem sido usada 
para estudar mudanças físico-químicas na superfície de fibras após o tratamento com 
xilanases (Ristolainen, Alén et al., 2002; Medeiros, Silva et al., 2007) ou para 
caracterizar forma, tamanho e heterogeneidade estrutural de arabinoxilanas(Adams, 
Kroon et al., 2003; Adams, Kroon et al., 2004).  
A análise de Xyl T1 e Xyl T2 por microscopia de força atômica foi feita com o 
objetivo de obter informações sobre possíveis diferenças topográficas entre as duas 
enzimas em escala nanométrica. As duas enzimas mostraram distribuições bimodais. No 
caso de Xyl T1, 89,5% das partículas foram observadas na primeira classe, com uma 
altura média de 6,26 nm e 10,5% das partículas estavam na segunda classe, exibindo 
uma altura média de 13,5 nm (figura 3.12 – A). Em relação à Xyl T2, foi observado que 
80,1% das partículas estavam na primeira classe e 19,9% das partículas estavam na 
segunda classe, com alturas médias de 4,82 nm e 10,26 nm, respectivamente (figura 
3.12 – B). Foram observadas partículas de dois tamanhos em ambas as enzimas, isso 
pode ser devido às modificações pós-traducionais, que poderiam aumentar o tamanho de 
uma população dessas enzimas, ou, ainda, pode ser consequência da formação de 
dímeros entre as partículas, fato que já foi observado em xilanases de T. reesei 
(Parkkinen, Hakulinen et al., 2004), Thermotoga thermarum (Sunna, Puls et al., 1996) e 
Talaromyces emersonil (Tuohy, Puls et al., 1993). Além disso, Xyl T2 exibiu, ainda, 
Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 




partículas de maior tamanho, em torno de 30 nm (figura 3.12 – B – Seta), entretanto, 
estas partículas são extremamente raras, possivelmente agregados de partículas 
menores.  
 
Figura 3.12. Imagens de MFA de amostras purificadas Xyl T1 (A) e Xyl T2 (B), 
depositadas sobre uma superfície de mica, em concentração de 10 µg/mL e histograma 
de distribuição de altura de ambas as enzimas. A seta vermelha mostra estruturas de 
tamanho grande em Xyl T2.    
 
4.4. Caracterização das xilanases purificadas de A. terreus 
 
Os valores obtidos para os parâmetros cinéticos de Km e Vmax das xilanases 
purificadas foram determinados para as frações solúveis e insolúveis de xilana de bétula 
(birchwood) e estão apresentados na tabela 3.4.  Xyl T1 exibiu valores de Km bem 
abaixo do observado por Ghanem e Yusef et al. (2000) para uma xilanase purificada de 
A. terreus (16,7 mg/mL).  Em comparação à Xyl T1, Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4 
apresentaram menor afinidade por xilana, com preferência pela xilana insolúvel, o que 
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pode sugerir um impedimento estérico, devido à presença de substituintes na xilana 
solúvel.  
 
Tabela 3.4. Parâmetros cinéticos determinados para xilanases purificadas de A. terreus, 
com xilana de bétula como substrato.  
 
Xilana solúvel Xilana insolúvel 
 Km (mg/mL) Vmax (UI/mL) Km (mg/mL) Vmax (UI/mL) 
Xyl T1 0,421 0,147 0,465 0,078 
 
Xyl T2 13,030 1,016 10,900 1,020 
Xyl T3 6,540 3,090 4,670 0,840 
Xyl T4 15,330 5,370 9,500 2,460 
 
Foi observado que as quatro enzimas estudadas mostraram maiores atividades na 
faixa de pH 4,0 a 7,0 (figura 3.13). Xyl T1 teve maior atividade em pH 6,0,  retendo 
pelo menos 50% da sua atividade máxima no intervalo de pH entre 3,5 e 7,5. Xyl T2 e 
Xyl T3 exibiram maior atividade em pH 5,0. Xyl T3 manteve pelo menos 70% de sua 
atividade entre os pHs 3,0 a 7,5. Xyl T4 foi mais ativa em pH 5,5 e reteve 90% de sua 
atividade em uma faixa de pH entre 4,5 e 7,5.  
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Figura 3.13. Efeito do pH na atividade de xilanases purificadas. Xyl T1 (linha azul), 
xyl T2 (linha preta), Xyl T3 (linha verde) e Xyl T4 (linha vermelha). Intervalo de pH 
entre 3,0 3 6,0, tampão acetato de sódio, pH de 6,0 a 7,0, tampão fosfato de sódio e pH 
entre 7,0 e 9,0, tampão tris-HCl.  
 
Com relação à temperatura, notou-se uma maior atividade no intervalo de 
temperatura entre 50 e 60ºC (figura 3.14). Xyl T1 e Xyl T3 exibiram maior atividade a 
50ºC, enquanto que Xyl T2 e Xyl T4 tiveram maiores atividades a 45 e 60ºC, 
respectivamente. Xyl T3 foi estável em uma ampla faixa de temperaturas, retendo pelo 
menos 70% da sua atividade entre 30 e 70ºC. As quatro enzimas exibiram atividades 
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Figura 3.14. Efeito da temperatura na atividade xilanolítica das enzimas purificadas de 
A. terreus. Xyl T1 ( ), Xyl T2 ( ), Xyl T3 ( ) e Xyl T4 ( ).  
 
Outros estudos envolvendo a purificação e caracterização de β-xilanases 
Aspergillus também estabeleceram a temperatura de 50°C como ideal para a atividade 
enzimática (tabela 3.5). Os resultados deste trabalho também estão de acordo com os 
resultados apresentados por Ghanem e Yusef et al (2000) que apresentam 50ºC como a 
temperatura de maior atividade para uma xilanase purificada de A. terreus, entretanto, 
Chidi e Godana et al (2008) purificaram outra xilanase deste mesmo fungo, com maior 
atividade a 35ºC. Xilanases de diversos fungos do gênero Aspergillus apresentam maior 
atividade na faixa de pH de 4,0 a 6,0 (Subramaniyan e Prema, 2000). De forma geral, os 
extratos brutos mostraram-se estáveis por maiores variações de temperatura e de pH do 
que as enzimas puras. Este fato pode ser devido à presença de moléculas com atividade 
estabilizadora da atividade enzimática presente nos extratos brutos e removida ao longo 
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A. awamori CMI I 39 - 5,5 – 6,0 55 (Kormelink, Leeuwen et al., 1993) 
A. awamori CMI II 23 - 5,0 50 (Kormelink, Leeuwen et al., 1993) 
A. awamori CMI III 26 - 4,0 45-50 (Kormelink, Leeuwen et al., 1993) 
A. terreus UL 4209 xylanase 22 3,57 6,0 35 (Chidi, Godana et al., 2008) 
A. terreus xylanase - 16,7 7,0 50 (Ghanem, Yusef et al., 2000) 
A. niger XYLI 20,8 - 5,0 55 (Frederick, Kiang et al., 1985) 
A. niger XYLII 13 - 6,0 45 (Frederick, Kiang et al., 1985) 
A. niger XYLIII 13 - 5,5 45 (Frederick, Kiang et al., 1985) 
A. niger XYLIV 14 - 4,9 45 (Frederick, Kiang et al., 1985) 
A. niger XYLV 28 - 5,0 42 (Frederick, Kiang et al., 1985) 
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A. caespitosus Xyl I 27 2,5 6,5 – 7,0 50-55 (Sandrim, Rizzatti et al., 2005) 
A. versicolor II 32 2,3 6,0 -7,0 55 (Carmona, Fialho et al., 2005) 
A. fumigatus xylanase 43 3,12 6,0 50 (Amir, Arif et al., 2013) 
A. oryzae Xyl O1 21,5 3,34 5,5 – 6,0 50 (Duarte, Moreira et al., 2012) 
A. oryzae KBN 616 Xyn G2 21 5,1 6,0 58 (Kimura, Suzuki et al., 2000) 
A. niveus RS2 xylanase 22,5 2,5 7,0 5,0 (Sudan e Bajaj, 2007) 
A. kawashii XylA 32,87 - 5,0 – 5,5 50 (Ito, Ikemasu et al., 1992) 
A. carneus M34 xylanase 18,8 - 6,0 50 (Fang, Chang et al., 2008) 
A. terreus Xyl T1 24,3 0,421 (S) 6,0 50 Este trabalho 
A. terreus Xyl T2 23,6 13,03 (S) 5,0 45 Este trabalho 
A. terreus Xyl T3 - 6,540 (S) 5,0 50 Este trabalho 
A. terreus Xyl T4 23,4 15,33 (S) 5,5 60 Este trabalho 
Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 




As enzimas purificadas foram submetidas a ensaios de termoestabilidade nos 
quais foi dosada a atividade residual de xilanase após um período de incubação, à 
temperatura ambiente e a 50ºC. À temperatura ambiente, a meia vida de Xyl T1 foi de 
cinco dias. Xyl T2 e Xyl T4 retiveram 100 e 90% de suas atividades iniciais, 
respectivamente, ao final de sete dias de incubação. Xyl T3 teve baixa estabilidade, de 
dois dias e meio, à temperatura ambiente. Entretanto, a 50ºC a meia vida de todas as 
enzimas foi reduzida para menos de 12 horas. Com o objetivo de tentar aumentar a 
estabilidade destas enzimas a 50ºC, as mesmas foram incubadas com L-cisteína (20 
mM) que aumentou a meia vida de Xyl T1 e de Xyl T2 para 14 e 24 horas, 
respectivamente, nas outras duas enzimas não foi observado nenhum efeito. A 
incubação com L-triptofano (20 mM) não acarretou em maior estabilidade da atividade 
xilanolítica de nenhuma das enzimas. A estabilidade de enzimas pode ser aumentada 
por muitos métodos, incluindo modificações químicas (Keskar, Srinivasan et al., 1989; 
Deshpande, Hinge et al., 1990; Angelo, Aguirre et al., 1997) e o uso de aditivos (Singh, 
Pillay et al., 2000; Sá-Pereira, Paveia et al., 2003). Um efeito estabilizador da atividade 
de PXII-1, purificada de A. awamorii foi observado na presença de 20 mM de cisteína 
(Teixeira, Siqueira et al., 2010), além disso, 1 mol de triptofano e de cisteína por mol de 
enzima foi essencial para a atividade de uma xilanase purificada de Streptomyces T7 
(Keskar, Srinivasan et al., 1989).  
 
A função de ativação ou inibição de compostos químicos ou íons constitui uma 
ferramenta de grande utilidade na caracterização da estrutura e as possíveis interações 
que ocorrem no sítio ativo e o mecanismo de ação de enzimas xilanolíticas. Desta 
forma, o efeito de íons metálicos na atividade de Xyl T1, Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4 foi 
determinado, confirme mostrado nas tabelas 3.6 e 3.7. 
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As quatro enzimas purificadas de A. terreus foram completamente inativadas 
quando incubadas com Hg2+ na concentração de 10 mM, sugerindo a presença de 
grupamentos tiol no sítio catalítico destas enzimas (Sandrim, Rizzatti et al., 2005; 
Teixeira, Siqueira et al., 2010). O efeito inibitório de Hg2+ já foi relatado para inúmeras 
β-xilanases produzidas por vários fungos, entre eles, A. caespitosus (Sandrim, Rizzatti 
et al., 2005), A. niveus (Sudan e Bajaj, 2007), A. awamori (Teixeira, Siqueira et al., 
2010), A. niger (Milanezi, Mendoza et al., 2012), A. oryzae (Duarte, Moreira et al., 
2012), Penicillium sp (Murthy e Naidu, 2012) e Termitomyces clypeatus (Soren, Jana et 
al., 2010). O íon Ag+ (na concentração de 10 mM) e K+ (nas concentrações de 1 e 10 
mM) também tiveram efeitos inibitórios sobre Xyl T1, Xyl T2 e Xyl T3, entretanto Xyl 
T4 não foi afetada por tais íons. Uma xilanase purificada de Bacillus 
stearothermophilus T-6 também sofreu inibição por Ag+ (Khasin, Alchanati et al., 
1993). Uma inibição causada pelos íons Ag+ e K+ também foi observada na xilanase 
Xyl purificada de A. niger (Milanezi, Mendoza et al., 2012), entretanto o íon K+ teve 
efeito ativador sobre uma xilanase purificada de Termitomyces sp (Faulet, Niamké et 
al., 2006) e de Bacillus stearothermophilus T-6 (Khasin, Alchanati et al., 1993). Por 
outro lado, o íon Mn2+ aumentou a atividade de todas as enzimas em 36% (Xyl T1), 
61% (Xyl T2), 26% (Xyl T3) e 20% (Xyl T4) na concentração de 10 mM. Na 
concentração de 1 mM, o aumento foi de 15 e 16% quando este íon foi incubado com 
Xyl T2 e Xyl T4, respectivamente. Esse aumento observado durante a incubação com 
Mn2+ indica uma possível função como co-fator na reação enzima-substrato (Ghanem, 
Yusef et al., 2000). β-xilanases de A. versicolor (Carmona, Fialho et al., 2005) e de A. 
awamori (Teixeira, Siqueira et al., 2010) também foram ativadas pelo íon Mn2+, na 
concentração de 10 mM. Entretanto, a enzyma Xyl O1 foi inibida na presença de 10 
mM de Mn2+ (Duarte, Moreira et al., 2012). Os outros íons, incluindo Mg2+, Ca2+, Zn2+, 
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Tabela 3.6. Efeito de íons metálicos e EDTA na atividade das β-xilanases purificadas 
de A. terreus a partir do cultivo submerso com bagaço de cana de açúcar (Xyl T1 e Xyl 
T2).  
 Xyl T1 Xyl T2 
 Atividade Relativa (%) Atividade Relativa (%) 
 1 mM 10 mM 1 mM 10 mM 
Controle 100,00 ± 0.006 100,00 ± 0,02 100,00 ± 0,053 100,00 ± 0,030 
MgSO4 97,40 ± 0,005 94,67 ± 0,009 107,77 ± 0,019 104,25 ± 0,011 
MnCl2 110,02 ± 0,005 136,78±0,008* 115,24 ± 0,001* 161,63 ± 0,020* 
AgNO3 101,71 ± 0,005 84,40 ± 0,018* 118,68 ± 0,038 69,85 ± 0,028* 
FeSO4 102,30 ± 0,015 96,92 ± 0,012 71,99 ± 0,024* 79,98 ± 0,042* 
CoCl2 115,95 ± 0,003* 95,04 ± 0,010 95,06 ± 0,049 81,87 ± 0,002 
FeCl3 103,14 ± 0,008 72,39 ± 0,013* 85,99 ± 0,022 86,61 ± 0,007* 
CuSO4 85,25 ± 0,005* 86,52 ± 0,027 84,96 ± 0,047 75,95 ± 0,022* 
EDTA 97,71 ± 0,010 91,55 ± 0,010 101,06 ± 0,003 93,45 ± 0,008 
CaCl2 98,10 ± 0,010 86,75 ± 0,022 91,059 ± 0,019 95,20 ± 0,006 
MgCl2 102,23 ± 0,003 68,90 ± 0,013* 81,03 ± 0,012 98,94 ± 0,015 
ZnCl2 98,21 ± 0,007 92,29 ± 0,029 94,33 ± 0,029 100,15 ± 0,003 
ZnSO4 98,21 ± 0,009 100,20 ± 0,005 89,61 ± 0,033 98,94 ± 0,003 
HgCl2 56,220 ± 0,001* 00,00 ± 0,001* 86,72 ± 0,034* 00,00 ± 0,020* 
KCl 79,09 ± 0,010* 69,26 ± 0,006* 79,54 ± 0,024* 79,70 ± 0,05* 
NaCl 98,12 ± 0,010 96,20 ± 0,012 91,29 ± 0,009 98,85 ± 0,040 
CuCl2 98,13 ± 0,010 101,01 ± 0,005 86,96 ± 0,052 102,38 ± 0,040 
* Indica diferença estatística no teste pareado LSD – Fisher. DP em relação à média de 
cada composto avaliado.  
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Tabela 3.7. Efeito de íons metálicos e EDTA na atividade das β-xilanases purificadas 
de A. terreus a partir do cultivo submerso com piolho de algodão sujo (Xyl T3) ou casca 
de soja (Xyl T4). 
 Xyl T3 Xyl T4 
 Atividade Relativa (%) Atividade Relativa (%) 
 1 mM 10 mM 1 mM 10 mM 
Controle 100,00 ± 0,048 100,00 ± 0,041 100,00 ± 0,020 100,00 ± 0,094 
MgSO4 104,86 ±0,003 106,89 ± 0,076 102,49 ± 0,026 94,18 ± 0,097 
MnCl2 102,03 ± 0,031 126,08 ± 0,022* 116,76 ± 0,059* 120,00 ± 0,074* 
AgNO3 102,55 ± 0,034 85,00 ± 0,083*    94,33 ± 0,34 103,33 ± 0,084 
FeSO4 98,64 ± 0,069 91,77 ± 0,019 101,90 ± 0,026 111,94 ± 0,050 
CoCl2 105,96 ± 0,026 104,47 ± 0,020 90,81 ± 0,053 79,36 ± 0,079* 
FeCl3 104,12 ± 0,093 99,35 ± 0,042 98,97 ± 0,035 74,22 ± 0,043* 
CuSO4 97,79 ± 0,066 78,94 ± 0,054* 94,43 ± 0,012 83,80 ±0,095* 
EDTA 103,41 ± 0,099 94,58 ± 0,082 94,81 ± 0,067 85,65 ± 0,080* 
CaCl2 98,67 ± 0,007 96,36 ± 0,070 95,17 ± 0,045 98,93 ± 0,088 
MgCl2 91,87 ± 0,041 100,98 ± 0,056 111,58 ± 0,055 101,19 ± 0,080 
ZnCl2 97,63 ± 0,016 97,98 ± 0,099 97,27 ± 0,091 101,74 ± 0,046 
ZnSO4 98,17 ± 0,028 94,05 ± 0,074 102,58 ± 0,016 95,52 ± 0,052 
HgCl2 76,98 ± 0,057* 00,00 ± 0,060* 67,94 ± 0,072* 00,00 ± 0,087* 
KCl 80,09 ± 0,071* 76,68 ± 0,068* 79,40 ± 0,003* 76,92 ± 0,006* 
NaCl 101,98 ± 0,005 97,98 ± 0,067 105,14 ± 0,077 98,61 ± 0,082 
CuCl2 101,01 ± 0,075 104,92 ± 0,056 81,20 ± 0,016* 91,81 ± 0,095 
* Indica diferença estatística no teste pareado LSD – Fisher. DP em relação à média de 
cada composto avaliado.  
Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 




O efeito de reagentes modificadores de aminoácidos e dos próprios 
aminoácidos foi avaliado na atividade das β-xilanases Xyl T1 e Xyl T2. Ambas as 
enzimas foram fortemente inibidas pelo NBS (tabela 3.8), descrito como agente 
oxidante de resíduos de triptofano. Uma inibição fraca das duas enzimas foi observada 
na presença do reagente alquilante iodoacetamida, sugerindo que estas enzimas 
requerem grupamentos tiol para sua estabilidade (Teixeira, Siqueira et al., 2010). Por 
outro lado, um aumento de 15 e 11% das atividades de Xyl T1 e Xyl T2, 
respectivamente, foi obtido na presença de L-triptofano, que por sua vez, pode estar 
envolvido no sítio ativo das enzimas, participando da ligação e/ou hidrólise do substrato 
e na manutenção da integridade do sítio ativo. Xyl T2 foi ativada em 50% na presença 
de L-cisteína, sugerindo um envolvimento das ligações de hidrogênio com o substrato 
ou com o enovelamento da enzima. Embora haja relatos na literatura de uma 
superestimação da concentração de xilose liberada na hidrólise enzimática de xilana, 
durante ensaios de DNS na presença de 20 mM de cisteína (Teixeira, Da Silva et al., 
2012), esse efeito de interferência da L-cisteína no ensaio de DNS não foi observado. O 
tratamento de Xyl T2 com DTNB aumentou a atividade da enzima, sugerindo uma 
influência de L-cisteína na catálise da xilana. Para os outros compostos que contém o 
grupo tiol, foi observada uma ativação (β-mercaptoetanol) e inibição (DTT) de Xyl T1. 
A inibição da atividade de Xyl T1 e Xyl T2 por DEPC e EDC apenas para Xyl T2 
sugere o envolvimento de histidina e grupos carboxil na atividade enzimática. Xyl T1 e 
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Tabela 3.8. Efeito de reagentes modificadores de aminoácidos e aminoácidos na 






(%) – Xyl T1 
Atividade Relativa 
(%) – Xyl T2 
Controle H2O  - 100,00 ± 0,011 100,00 ± 0,010 
Controle 4% etanol - 100,00 ± 0,020 100,00 ± 0,014 
DTNBa 2 88,13 ± 0,014* 117,16 ± 0,006* 
DTT 20 75,78 ±0,008* 109,11 ± 0,007 
L-Cisteína 20 96,71 ± 0,003 149,86 ± 0,012* 
NBS 1 48,61 ±0,027* 11,083 ± 0,086* 
DTPa 2 118,66 ±0,008* 72,09 ±0,037* 
L-Triptofano 5 114,69 ±0,006 110,68 ±0,012* 
Iodoacetamida 5 89,40 ±0,020* 85,28 ± 0,006 
DEPC 5 81,58 ± 0,012* 70,07 ± 0,102* 
EDC 5 100,09 ±0,006 65,44 ±0,043* 
β-mercaptoetanol 5 122,92 ± 0,005* 105,83 ±0,040 
SDS 20 96,35 ± 0,014 114,00 ±0,014 
aCompostos diluídos em etanol 4%. * Indica diferença estatística no teste pareado LSD 
– Fisher. DP em relação à média de cada composto avaliado.  
 
 A especificidade das enzimas Xyl T1, Xyl T2 e Xyl T4 foi avaliada por meio de 
ensaio de hidrólise de diversos substratos (tabela 3.9). As três enzimas mostraram 
maiores atividades na hidrólise das frações solúveis de xilana de bétula, de aveia e de 
faia. Nenhuma das enzimas apresentou atividade quando incubadas com papel de filtro. 
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Estes resultados indicam que estas enzimas têm potencial para aplicações em 
biobranqueamento de polpa de celulose, uma vez que a aplicação de xilanases em 
indústrias de polpa e papel requer xilanases livres de atividade celulolítica (Christov, 
Szakacs et al., 1999; Beg, Kapoor et al., 2001; Cardoso e Filho, 2003; Polizeli, Rizzatti 
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         Xyl T1           Xyl T2           Xyl T4 
Xilana de Bétula (S) β-1,4 0,400 ± 0,006 0,360 ± 0,011 0,289 ± 0,031 
Xilana de Bétula (I) β-1,4 0,120 ± 0,050 0,140 ± 0,018 0,043 ± 0,018 
Xilana de aveia (S) β-1,4 0,259 ± 0,008 0,225 ± 0,028 0,178 ± 0,062 
Xilana de aveia (I) β-1,4 0,073 ± 0,019 0,064 ± 0,085 0,190 ± 0,057 
Xilana de faia (S) β-1,4 0,253 ± 0,038 0,208 ± 0,029 0,227 ± 0,042 
Xilana de faia (I) β-1,4 0,087 ± 0,015 0,096 ± 0,023 0,070 ± 0,042 
Papel de filtro β-1,4 0,000 ± 0,001 0,000 ± 0,001 0,000 ± 0,002 
CM-celulose β-1,4 0,038 ± 0,006 0,035± 0,003 0,032 ± 0,020 
Manana β-1,4 0,046 ± 0,015 0,075 ± 0,022 0,000 ± 0,003 
Pectina α-1,4 0,042 ± 0,004 0,046 ± 0,008 0,094 ± 0,033 
ρNPX ρNP- β-1,4 0,000 ± 0,000 0,000 ± 0,005 0,000 ± 0,000 
ρNPA ρNP- α-1,4 0,000 ± 0,003 0,000 ± 0,030 0,000 ± 0,002 
ρNPG ρNP- β-1,4 0,000 ± 0,000 0,000 ± 0,005 0,000 ± 0,004 
ρNPM ρNP- β-1,4 0,000 ± 0,003 0,000 ± 0,000 0,00 ± 0,004 
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• Xilanases de baixa massa molecular foram purificadas usando-se técnicas de 
ultrafiltração e cromatografias; 
• Xyl T2 apresentou alto rendimento na purificação (74,70%); 
• MFA mostrou diferenças na topografia entre Xyl T1 e Xyl T2; 
• Espectrometria de massa mostrou dois espectros diferentes para Xyl T1 e 
Xyl T2; 
• Xyl T1 e Xyl T2 apresentaram especificidade pela hidrólise de xilana, sendo 
enzimas com bom potencial para aplicações na indústria de papel e celulose, 




• Análise de espectrometria de massa de Xyl T3 e Xyl T4; 
• Análise por MFA de Xyl T3 e Xyl T4; 
• Analisar a especificidade de hidrólise da enzima Xyl T3; 
• Analisar o efeito de reagentes modificadores de aminoácidos e dos 
aminoácidos em Xyl T3 e Xyl T4.  
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O pré-tratamento da biomassa gera compostos fenólicos solúveis que têm ação inibitória 
e dificultam tanto a hidrólise enzimática quanto a fermentação de açúcares a etanol. 
Quatro enzimas purificadas de A. terreus foram pré-incubadas com os compostos 
fenólicos: ácido ferúlico, ácido ρ-cumárico, vanilina, ácido cinâmico, ácido 4-hidroxi-
benzóico e ácido tânico. Xyl T1 e Xyl T3 foram inibidas em maior ou menor grau por 
todos os compostos fenólicos. A maior inibição de Xyl T1 foi observada com o ácido 
cinâmico, enquanto que Xyl T3 foi mais fortemente inibida pela vanilina. Por outro 
lado, Xyl T2 e Xyl T4 foram bastante resistentes a todos os compostos fenólicos 
testados, os únicos compostos com atividade inibitória sobre Xyl T4 foram os ácidos 
tânico e cinâmico. Com relação à Xyl T1, houve, dependendo do composto fenólico 
utilizado, um aumento ou diminuição do Km aparente com xilana de bétula. Houve uma 
diminuição do Km aparente de Xyl T2 para xilana de bétula, após a incubação desta 










Palavras-chave: Compostos fenólicos, lignina, pré-tratamento, inibidores de xilanase, 
constante de Michaelis-Menten.  
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A maior limitação para a conversão de biomassa a produtos finais de alto valor 
agregado é a recalcitrância natural da lignocelulose. Um arranjo complexo entre a 
holocelulose, as proteínas e a lignina torna a estrutura da parede celular uma estrutura 
de difícil degradação para as enzimas que a hidrolisam. O pré-tratamento da biomassa 
lignocelulósica é um passo crucial antes da hidrólise enzimática da holocelulose contida 
na parede celular vegetal. Aspectos físicos, químicos e morfológicos da lignocelulose 
são alterados durante o pré-tratamento e, geralmente tornam a biomassa mais acessível à 
sacarificação enzimática. Várias opções de pré-tratamentos estão disponíveis para 
fracionar, solubilizar, hidrolisar e separar a celulose, hemicelulose e lignina (Saha, 
2003; Duarte, Moreira et al., 2012). 
Na parede celular nativa, bem como na biomassa lignocelulósica minimamente 
tratada, a maior parte dos compostos fenólicos é encontrada na lignina, um complexo 
fenólico heterogêneo, que está ligado à celulose e à hemicelulose (Tejirian e Xu, 2011; 
Duarte, Moreira et al., 2012). Durante o pré-tratamento da biomassa, a lignina é 
normalmente modificada, resultando em demetilação ou solubilização com formação de 
fenóis simples ou oligoméricos. A fração insolúvel da lignina pode permanecer após o 
pré-tratamento e estar presente junto com a celulose e hemicelulose na biomassa, o que 
dificulta a ação hidrolítica de celulases e hemicelulases devido à adsorção inespecífica 
(Berlin, Balakshin et al., 2006; Xu, Ding et al., 2008; Tejirian e Xu, 2011). O uso de 
aditivos, como Tween, polietileno-glicol (PEG) e albumina bovina sérica (BSA) tem 
mostrado resultados promissores para aumentar a eficiência da hidrólise enzimática da 
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lignocelulose, pois eles ligam-se a superfície da lignina, prevenindo a ligação entre as 
enzimas e a lignina (Börjesson, Engqvist et al., 2007). Além disso, a adição de NaCl 
(concentrações de 0 – 0,4 M) mostrou que a força iônica também tem efeito na 
diminuição da adsorção de celulases à lignina, pois os íons do sal poderiam tanto 
competir com a proteína por sítios de ligação, quanto alterar a configuração da proteína, 
resultando numa diminuição nas interações entre a proteína e a lignina (Can e Güner, 
2006).    
O processo físico-químico de pré-tratamento da lignocelulose modifica a 
estrutura da lignina e promove a solubilização dos fenóis. Muitos compostos fenólicos 
simples foram identificados na fração solúvel da biomassa pré-tratada, e eles 
frequentemente inibem fungos ou bactérias, que convertem glicose, xilose ou outros 
carboidratos em etanol. Além disso, os compostos fenólicos podem reagir com proteínas 
através de interações covalentes ou não covalentes (ligações de hidrogênio ou interações 
hidrofóbicas) (Kroll, Rawel et al., 2003). Uma interferência dos subprodutos solúveis de 
degradação da lignina no processo de ligação entre xilanase e xilana foi também 
observado por Kaya e Heitmann et al (2000).    
Para aplicação industrial de enzimas, a interação entre enzima e substrato deve 
ser muito bem entendida, assim como as variáveis que estão envolvidas nesse processo. 
Na parede celular, a celulose e a hemicelulose estão associadas à lignina, por esta razão, 
é importante determinar como a lignina e seus subprodutos afetam a atividade 
enzimática de xilanases e celulases, além de investigar seu mecanismo de ação (Kaya, 
Heitmann et al., 2000; Tian, Jiang et al., 2013).  
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2.1. Analisar o efeito dos compostos fenólicos, ácido ferúlico, ácido ρ-cumárico, 
vanilina, ácido cinâmico, ácido 4-hidroxi-benzóico e ácido tânico sobre a 
atividade de β-xilanases purificadas de A. terreus; 
2.2. Analisar o efeito destes compostos fenólicos sobre constantes cinéticas de Xyl 
T1 e Xyl T2. 
 
3. Material e métodos 
 
3.1. Inibição e desativação por compostos fenólicos 
 
O efeito de compostos fenólicos na atividade das xilanases purificadas de A. 
terreus, Xyl T1, Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4 foi avaliado pela pré-incubação das enzimas 
com ácido ferúlico, ácido ρ-cumárico, vanilina, ácido cinâmico, ácido 4-hidroxi-
benzóico e ácido tânico, na concentração de 1 mg/mL, em água (vanilina e ácido 
ferúlico) ou álcool (ácidos cinâmico, 4-hidroxi-benzóico, ρ-cumárico e tânico). O efeito 
de inibição foi medido imediatamente após a incubação das enzimas com os compostos 
fenólicos, enquanto que o efeito de desativação foi relativo ao tempo de incubação 
(Ximenes, Kim et al., 2011). A incubação foi feita a 25ºC por sete dias. Alíquotas foram 
retiradas em intervalos para determinar a atividade residual de β-xilanase. A 
determinação da atividade residual de xilanase após a incubação com os compostos 
fenólicos foi feita conforme descrito no item 3.6 do capítulo II, desta tese. Os controles 
foram feitos com a pré-incubação das enzimas com água ou álcool e submetidos às 
mesmas condições de ensaio. A atividade enzimática foi expressa como atividade 
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relativa, sendo que 100% de atividade correspondeu à atividade realizada a partir de 
amostras retiradas do controle no tempo zero da incubação. Os desvios-padrão foram 
calculados como percentuais da média para o ensaio correspondente.  
 
3.2. Determinação de parâmetros cinéticos de Xyl T1 e Xyl T2 
 
Os parâmetros cinéticos (Km e Vmax) foram determinados para Xyl T1 e Xyl 
T2, após pré-incubação das enzimas com todos os compostos fenólicos, à temperatura 
ambiente.  Xyl T1 foi pré-incubada em tempo igual à sua meia vida com cada composto 
fenólico. Xyl T2 foi pré-incubada por 30 minutos. Após a pré-incubação, as constantes 
cinéticas foram determinadas conforme descrito no item 3.5.1 do capítulo III.  
 
3.3. Análises estatísticas 
 
Os experimentos de desativação e inibição por compostos fenólicos foram 
submetidos à ANOVA fatorial e teste post hoc de comparação pareada LSD Fisher, 
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4. Resultados e discussão 
 
4.1. Efeitos de compostos fenólicos na atividade de β-xilanases purificadas de A 
terreus 
 
Segundo Ximenes e Kim et al (2011), a inibição se dá quando a ação do 
composto fenólico sobre a enzima ocorre imediatamente após o contato da enzima com 
o composto, por outro lado, a desativação ocorre após a pré-incubação da enzima com o 
composto fenólico por determinado tempo. A concentração usada dos compostos 
fenólicos (1mg/mL) não teve interferência na curva de DNS. Experimentos anteriores 
foram feitos com duas concentrações mais altas (5 mg/mL e 10 mg/mL) e nestas 
concentrações, os compostos fenólicos  interferiram na curva de DNS, aumentando os 
valores de absorbância (dados não mostrados). 
Xyl T1 teve sua atividade fortemente reduzida por todos os compostos 
fenólicos (figura 4.1 A e B). Os ácidos ferúlico, tânico e 4-hidroxi-benzóico e a vanilina 
inibiram aproximadamente 35% da atividade inicial da enzima. Com o ácido ρ-
cumárico nota-se uma desativação progressiva, com o decorrer do tempo, chegando a 
50% de redução da atividade com 8 horas de incubação. O efeito mais forte de 
desativação foi notado com ácido cinâmico, que com meia hora de incubação, desativou 
completamente a enzima. Conforme discutido no capítulo I, os ácidos ferúlico e ρ-
cumárico podem fazer parte da constituição da xilana, sugerindo que a hidrólise da 
xilana também libere compostos que afetem negativamente a atividade desta enzima. 
Sabe-se que compostos fenólicos têm ação de inibir ou desativar as holocelulases 
(tabela 4.1).  
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Tabela 4.1. Efeito inibidor de compostos fenólicos na atividade de holocelulases.  
Composto fenólico Efeito  Referência 
Ácido vanílico, ácido siríngico, 
acetoseringona, seringaldeído 
Forte inibição da atividade de xilanase. 
Nenhum efeito significante na atividade de 
celulase e β-glicosidase 
(Panagiotou e Olsson, 2007) 
Ácido ferúlico Desativação de β-glicosidase (Ximenes, Kim et al., 2011) 
Ácido ferúlico Repressão da atividade de pectinase (Wu, Luo et al., 2010) 
fenóis substituídos (clorofenóis, saligenina, 
orto fenil fenol e clorofenil) 
Inibição moderada de celulases fúngicas (Mandels e Reese, 1965) 
Ácidos tânico, gálico, hidroxi- 
cinâmico, 4-hidroxibenzóico e vanilina 
20-80% de desativação de celulases e/ou  β-
glicosidases, após 24 h de pré-incubação. 
 




Ácido tânico Forte inibição na atividade de celulase de uma (Tejirian e Xu, 2011) 
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 preparação da Novozyme. 
Ácido sinápico Forte inibição de uma celulase commercial 
(celluclast 1.5 L) 
(Sineiro, Dominguez et al., 1997) 
Taninos condensados Ação inibitória sobre as atividades de 
endoglucanases e avicelases 
(Bae, Mcallister et al., 1993; Mcallister, Bae 
et al., 1994) 
Derivados de lignina Forte inibição de celulase comercial (Spezyme 
CP) 
(Jing, Zhang et al., 2009) 
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Compostos fenólicos, especialmente os ácidos tânico e gálico causaram tanto 
inibição quanto desativação em  β-glicosidases de A. niger e Trichoderma reesei (Kim, 
Ximenes et al., 2011). Celulases e pectinases foram inibidas pela presença de 
compostos fenólicos produzidos após pré-tratamento fibras de linho (Gamble, Snook et 
al., 2000). Outro estudo mostrou que guaiacol (2-metoxifenol) e ácido caféico (3,4 - 
ácido di-hidroxicinâmico) inibiram significativamente a atividade de xilanase presente 
no extrato bruto de A. japonicus (Sharma, Milstein et al., 1985). Outro estudo feito com 
uma xilanase comercial derivada de Trichoderma, mostrou que esta enzima foi mais 
inibida por preparação contendo compostos fenólicos solúveis derivados de lignina do 
que por preparação contendo resíduos de lignina após tratamento enzimático (Berlin, 
Balakshin et al., 2006). Os compostos solúveis derivados da lignina contêm menos 
grupos reativos (grupos carboxil e hidroxila) que as preparações contendo resíduos de 
lignina após tratamento enzimático. Estes resultados sugerem uma maior 
hidrofobicidade na primeira preparação do que na segunda. Supostamente, interações 
hidrofóbicas desempenham um importante papel na adsorção de enzimas à 
lignocelulose (Palonen, Tjerneld et al., 2004; Berlin, Balakshin et al., 2006; Berlin, 
Maximenko et al., 2007) 
O teste de Fisher dos dados de Xyl T1 mostrou que, no tempo zero, os 
compostos fenólicos (ácidos ferúlico, tânico, 4-hidroxi-benzóico e a vanilina) têm ação 
inibitória estatisticamente significativa sobre o controle (ANOVA p =0,000), com 
exceção do ácido cinâmico que não se diferencia do controle. Ao final dos sete dias, 
todos os tratamentos diferem-se estatisticamente do controle (ANOVA p=0,000).  Na 
figura 4.2 está mostrado o efeito do tempo e dos diversos tratamentos, em função da 
liberação de açúcares redutores por Xyl T1.  
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Figura 4.1. Efeito de compostos fenólicos na atividade xilanolítica de Xyl T1. Controle 
(♦), ácido ferúlico (■), ácido cinâmico (●), Vanilina (♦), ácido tânico (□), ácido ρ-
cumárico (○), ácido 4-hidroxi-benzóico (◊). (A) Tempos entre 0 e oito horas. (B) 
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Figura 4.2. Efeito do tempo (h) e dos tratamentos em função da liberação de açúcares 
redutores para Xyl T1.   
 
Espera-se que a desativação da enzima aumente quanto maior for o tempo de 
exposição da enzima aos fenóis e este efeito foi notado em quase todos os compostos 
fenólicos testados contra Xyl T1. Conforme discutido no capítulo III, a meia vida desta 
enzima à temperatura ambiente foi de cinco dias, entretanto, na presença dos ácidos 
ferúlico e ρ-cumário, a meia vida foi reduzida para 48 e 72 horas, respectivamente. O 
maior efeito sobre a meia vida foi detectado com o ácido cinâmico e a vanilina, que 
reduziram a meia vida de Xyl T1 para apenas 15 minutos. Os ácidos tânico e 4-hidroxi-
benzóico reduziram a meia vida de Xyl T1 para oito e quatro horas, respectivamente. De 
forma similar, a meia vida da xilanase Tx-Xyl, purificada de Thermobacillus 
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xylanilyticus foi reduzida na presença dos ácidos cinâmico, ρ-cumárico, caféico, 
ferúlico e 3,4,5-trimetoxi-cinâmico (Boukari, O’donohue et al., 2011).  
De forma oposta à Xyl T1, Xyl T2 foi muito resistente a todos os compostos 
fenólicos estudados (figura 4.3 A e B). Na ausência de tais compostos (controle), a 
enzima mostrou-se estável a temperatura ambiente, mesmo após sete dias de incubação. 
No início da incubação (tempo zero), pelos resultados do teste pareado LSD Fisher, 
todos os compostos se diferenciam estatisticamente do controle, com efeitos ativadores 
da atividade de Xyl T2, com exceção dos ácidos tânico e cinâmico. A única ação 
inibitória sobre a atividade de Xyl T2 foi notada com ácido cinâmico, após sete dias de 
incubação, reduzindo a atividade para 70% da inicial. Os outros compostos fenólicos 
não foram capazes de inibir nem desativar esta enzima, chegando a causar uma ativação 
aparente de sua atividade em alguns casos. Na literatura, existem poucos relatos de 
ativação de xilanses por compostos fenólicos. Uma preparação comercial de xilanase 
(Irgazyme-40S, Ciba-Geigy Corporation, Greensboro, NC) foi ativada em até 50% na 
presença de ácido vanílico, acetovanilona e ácido protocatecuico, na concentração de 
0,05%. Em concentrações mais altas, estes mesmos compostos desativaram a enzima 
(Kaya, Heitmann et al., 2000). Neste mesmo trabalho, a vanilina e guaiacol aumentaram 
a taxa de hidrólise enzimática da xilana, na medida em que suas concentrações 
aumentaram, chegando a aumentar a atividade da enzima em até 75%. Além disso, a 
lignina, em baixas concentrações (0,06%) também aumentou em 20% a atividade desta 
mesma preparação comercial de xilanase.  O aumento na taxa de hidrólise de xilana 
devido à adição de porções solúveis de lignina pode ser devido a uma afinidade da 
xilanase pela lignina, de forma que a enzima interage com a lignina ou seus derivados 
fenólicos (Senior, Mayers et al., 1990; Kaya, Heitmann et al., 2000).  Resultados 
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similares foram observados para atividade de celulase, que foi ativada na presença de 
lignina, guaiaciol, vanilina, ácido vanílico, acetovanilona e ácido protocatecuico, em 
baixas concentrações. Em altas concentrações todos esses compostos inibiram a celulase 
(Kaya, Heitmann et al., 1999).  
Na figura 4.4 está mostrado o efeito do tempo e dos diversos tratamentos, em 
função da liberação de açúcares redutores por Xyl T2, mostrando que mesmo após os 
sete dias de incubação, a enzima permaneceu ativa, tanto no controle, quanto nos 
diversos tratamentos com compostos fenólicos.  
Conforme descrito por Duarte e Moreira et al., (2012), durante a hidrólise 
enzimática do material lignocelulósico pré-tratado, ocorrem modificações na estrutura 
da lignina, expondo alguns compostos fenólicos que têm um efeito inibitório na 
conversão enzimática da biomassa holocelulósica. Desta forma, um ponto crucial para a 
hidrólise enzimática da biomassa é reduzir a inibição e a desativação causada por 
compostos fenólicos, de forma a aumentar a taxa de hidrólise e reduzir a carga 
enzimática usada.  Neste contexto, a enzima purificada Xyl T2, surge como alternativa 
interessante para aplicações industriais, uma vez que foi muito resistente a todos os 
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Figura 4.3. Efeito de compostos fenólicos na atividade xilanolítica de Xyl T2. Controle 
(♦), ácido ferúlico (■), ácido cinâmico (●), vanilina (♦), ácido tânico (□), ácido ρ-
cumárico (○), ácido 4-hidroxi-benzóico (◊). (A) Tempos entre 0 e oito horas. (B) 
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Figura 4.4. Efeito do tempo (h) e dos tratamentos em função da liberação de açúcares 
redutores para Xyl T2.   
 
Xyl T3 mostrou menos estabilidade à temperatura ambiente, quando comparada 
às outras enzimas purificadas, com um valor de 2,5 dias. Xyl T3 teve sua atividade 
reduzida por vários compostos fenólicos, sendo que o efeito mais notado foi da vanilina 
que desativou 90% da atividade enzimática após 2 horas de incubação (figura 4.5 – A). 
Os ácidos 4-hidroxi-benzóico e tânico desativaram completamente a enzima com três 
dias de incubação, enquanto que o ácido cinâmico desativou 75% da atividade da 
enzima após o mesmo período. Um efeito semelhante foi observado por Ximenes e Kim 
et al (2010) com um forte efeito inibidor da vanilina e efeito inibidor moderado do 
ácido 4-hidroxi-benzóico em celulases e β-glucosidases comerciais de A. niger. Outro 
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estudo relata que as atividades de celulase e xilanase tanto de uma mistura de enzimas 
comercial quanto de uma preparação de Penicillium brasiliensis teve diferentes graus de 
inibição quando compostos fenólicos como ácido vanílico, ácido siríngico, 
acetosiringona, siringaldeído, ácido furóico, ácido succínico, ácido fórmico e guaicol 
foram adicionados ao ensaio enzimático (Panagiotou e Olsson, 2007). Entretanto, os 
ácidos ferúlico e ρ-cumárico parecem ter um efeito de estabilizar a atividade de Xyl T3, 
visto que na ausência de compostos fenólicos (controle), há uma queda de 65% na 
atividade xilanolítica de Xyl T3, no terceiro dia de incubação. Quando comparado ao 
controle no início da incubação (tempo zero), os ácidos ferúlico e ρ-cumárico retiveram 
94 e 83% da atividade inicial, respectivamente, com sete dias de incubação, 
aparentemente estabilizando a atividade enzimática (figura 4.5 – B). O teste LSD Fisher 
revelou que, após os sete dias de incubação, todos os tratamentos se diferenciaram 
estatisticamente do controle, tanto com efeitos de desativação da enzima (ácidos tânico, 
4-hidroxi-benzoico e cinâmico e a vanilina), quanto com efeitos de uma possível 
estabilização da enzima (ácidos ferúlico e ρ-cumárico). O efeito do tempo e dos 
tratamentos em função da liberação de açúcares redutores para Xyl T3, está mostrado na 
figura 4.6, evidenciando que os efeitos de desativação mais fortes são causados pela 
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Figura 4.5. Efeito de compostos fenólicos na atividade xilanolítica de Xyl T3. Controle 
(♦), ácido ferúlico (■), ácido cinâmico (●), vanilina (♦), ácido tânico (□), ácido ρ-
cumárico (○), ácido 4-hidroxi-benzóico (◊). (A) Tempos entre 0 e oito horas. (B) 
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Figura 4.6. Efeito do tempo (h) e dos tratamentos em função da liberação de açúcares 
redutores para Xyl T3.   
 
Na ausência de compostos fenólicos (controle), Xyl T4 manteve-se estável por 
sete dias. Assim como previamente observado para Xyl T2, Xyl T4 sofreu menos 
influência dos compostos fenólicos. Porém, ao contrário de Xyl T2, não foi observado 
nenhum efeito de ativação da enzima quando incubada com fenóis. Os efeitos de 
desativação mais fortes foram notados com o ácido tânico, que desativou 
completamente a enzima com sete dias de incubação e o ácido cinâmico que reduziu a 
atividade da enzima para 40% da atividade inicial, após o mesmo período de incubação. 
Um efeito moderado foi observado para o ácido 4-hidroxi-benzóico, com redução de 
22% da atividade inicial da enzima. O teste pareado LSD- Fisher mostrou que os ácidos 
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cinâmico e tânico diferenciam-se estatisticamente do controle, após sete dias de 
incubação, os demais compostos não tiveram efeito significativo sobre Xyl T4 (figura 
4.7 A e B). O efeito do tempo e dos tratamentos em função da liberação de açúcares 
para Xyl T4, está mostrado na figura 4.8, e evidencia o efeito de desativação do ácido 
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Figura 4.7. Efeito de compostos fenólicos na atividade xilanolítica de Xyl T4. Controle 
(♦), ácido ferúlico (■), ácido cinâmico (●), vanilina (♦), ácido tânico (□), ácido ρ-
cumárico (○), ácido 4-hidroxi-benzóico (◊). (A) Tempos entre 0 e doze horas. (B) 
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Figura 4.8. Efeito do tempo (h) e dos tratamentos em função da liberação de açúcares 
redutores para Xyl T4.   
 
 A figura 4.9 mostra o efeito dos diversos tratamentos e do tempo nas quatro 
enzimas, em função da liberação de açúcares redutores. As análises estatísticas mostram 
que cada enzima responde de forma diferente ao tratamento com compostos fenólicos 
(ANOVA p=0,000). Fica evidente ainda que o tempo de exposição aos tratamentos tem 
influência na resposta de cada enzima ao tratamento com compostos fenólicos.  
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Figura 4.9. Efeito do tempo (h) e dos tratamentos em função da liberação de açúcares 
redutores para Xyl T1, Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4.   
 
As quantidades e os tipos de inibidores de enzimas formadas durante o pré-
tratamento da lignocelulose dependem da composição da biomassa, do tipo de pré-
tratamento, e das condições de reação (Panagiotou e Olsson, 2007; Kumar e Wyman, 
2009) Os fenóis são fortes inibidores da produção enzimática por micro-organismos, 
bem como fortes inibidores das atividades enzimáticas (Excoffier, Toussaint et al., 
1991; Sineiro, Dominguez et al., 1997; Gamble, Snook et al., 2000; Berlin, Balakshin et 
al., 2006).  
Com base nos resultados observados, Xyl T2 e Xyl T4 possuem grande 
potencial para aplicação na produção de bioetanol de segunda geração, uma vez que 
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ambas as enzimas foram resistentes a seis compostos fenólicos por sete dias. Compostos 
fenólicos podem ter efeitos variados na atividade de xilanase, chegando a aumentar sua 
atividade dependendo dos compostos usados, da concentração destes e da estrutura da 
enzima usada. Portanto, a atividade de xilanase e a presença de produtos de degradação 
de lignina não podem ser correlacionadas de uma forma simples (Kaya, Heitmann et al., 
2000).  
 
4.2. Efeitos dos compostos fenólicos nas constantes cinéticas de Xyl T1 e Xyl T2 
 
Na ausência de compostos fenólicos, Xyl T1 teve valores de Km próximos para 
as frações solúvel e insolúvel da xilana de bétula (tabela 4.2). Os valores de Km para 
xilana solúvel diminuíram na presença dos ácidos ferúlico e ρ-cumárico e de vanilina. 
De forma oposta, os ácidos cinâmico, tânico e 4-hidroxi-benzóico diminuíram a 
afinidade de Xyl T1 tanto pela xilana solúvel como pela insolúvel. Embora tenha sido 
detectada uma diminuição nos valores de Vmax de Xyl T2, a incubação de Xyl T2 com 
todos os compostos fenólicos diminuiu substancialmente os valores de Km, sugerindo 
que os compostos fenólicos aumentam a afinidade de Xyl T2 pelo substrato. Trabalhos 
futuros serão necessários para esclarecer o mecanismo de ação desses compostos na 
atividade de Xyl T1 e de Xyl T2. Uma redução na Vmax também foi notada para uma 
β-xilanase (Tx-Xyl) purificada de Thermobacillus xylanilyticus quando esta enzima foi 
posta em contato com os ácidos cinâmico, ρ-cumárico, caféico, ferúlico e 3,4,5-
trimetoxi-cinâmico. Estes compostos fenólicos também tiveram ação na redução da 
atividade desta enzima. Um mecanismo de inibição não competitivo foi proposto para a 
ação dos compostos fenólicos sobre a enzima. Este mecanismo indicaria que mais de 
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uma molécula aromática interage com a enzima para induzir sua inativação completa, 
consequentemente a inibição de Tx-Xyl pelos compostos fenólicos não envolve a 
interação direta destes com o sítio ativo da enzima. Os compostos fenólicos poderiam 
afetar a atividade da enzima in vitro de duas formas: formando um complexo solúvel, 
porém inativo entre enzima e fenol, com baixas concentrações de compostos fenólicos; 
ou reduzindo a solubilidade da enzima pela formação de um complexo insolúvel entre 
enzima e fenol, em altas concentrações de compostos fenólicos. (Sharma, Milstein et 
al., 1985; Boukari, O’donohue et al., 2011). Alguns relatos descrevem que interações de 
compostos fenólicos com celulases estão correlacionadas com mudanças na estrutura da 
enzima (Boukari, O’donohue et al., 2011; Tian, Jiang et al., 2013). Estas interações 
podem incluir tanto interações hidrofóbicas quanto ligações de hidrogênio entre os 
grupos funcionais (COOH, OH) e os resíduos de aminoácidos básicos.  
Estudos de espectroscopia de fluorescência mostraram que o ácido ferúlico e o 
ácido ρ-cumárico modificam a estrutura e o ambiente hidrofóbico da celulase, afetando 
sua atividade. Análise de dicroísmo circular também mostrou que a adição de ácidos 
fenólicos diminuiu significantemente conteúdo de α-hélice, mas aumentou o conteúdo 
de folhas-β de uma preparação comercial de celulase (Tian, Jiang et al., 2013). Como 
resultado, a estrutura da enzima se torna mais flexível e sua afinidade pelo substrato 
aumenta.  
Conforme observado na microscopia de força atômica (capítulo 3, item 4.3), Xyl 
T2 é composta de partículas menores que as partículas Xyl T1. Uma hipótese para o 
menor tamanho de Xyl T2 seria a falta de um segmento nesta enzima, o que poderia 
impedir a ligação dos compostos fenólicos com a estrutura da enzima. Além disso, as 
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interações de compostos fenólicos com resíduos de tirosina e triptofano poderiam ser 
responsáveis por mudanças na estrutura de Xyl T2.  
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Tabela 4.2. Constantes cinéticas de Xyl T1 na presença e ausência de compostos fenólicos.  
 Xyl T1 Xyl T2 
 Xilana solúvel Xilana insolúvel Xilana solúvel Xilana insolúvel 
 Km Vmax Km Vmax Km Vmax Km Vmax 
Controle 0,421±0,035 0,147±0,001 0,465±0,037 0,078±0,003 13,030±0,278 1,016±0,013 10,900±0,290 1,200±0,190 





















Ácido cinâmico  0,453±0,030 0,140±0,003 0,465±0,043 0,116±0,004 0,202±0,020 0,119±0,001 0,115±0,022 0,078±0,001 
Vanilina 0,166±0,031 0,233±0,003 0,457±0,052 0,203±0,004
 
0,352±0,026 0,127±0,001 0,141±0,030 0,093±0,002 
Ácido 4-Hidroxi 
benzóico 
0,905±0,001 0,184±0,001 0,476±0,012 0,138±0,001 1,004±0,003 0,121±0,000 0,839±0,292 0,105±0,008 
Ácido tânico 0,645±0,089 0,247±0,008 0,305±0,013 0,258±0,002 0,141±0,001 0,110±0,001 0,278±0,044 0,166±0,004 
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• Os compostos fenólicos têm efeitos variados na atividade das xilanases Xyl 
T1, Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4. Os dados sugerem que compostos fenólicos 
podem tanto aumentar como diminuir a aumentar a atividade destas enzimas; 
• Xyl T2 e Xyl T4 mostraram resistência à ação de inibição ou desativação de 
seis compostos fenólicos, sendo enzimas atrativas para o uso na produção de 
bioetanol, uma vez que esses compostos são formados durante o pré-
tratamento da biomassa; 





• Determinação de constantes cinéticas para Xyl T3 e Xyl T4; 
• Utilização de dicroísmo circular para compreensão das interações entre as 
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O processo de produção de papel utiliza grandes quantidades de produtos químicos 
poluentes, tornando-se um problema devido à descarga dos resíduos nos rios. A 
necessidade de tecnologias ecologicamente corretas torna-se cada vez mais urgente. 
Sabe-se que xilanases podem ser aplicadas no branqueamento do papel, substituindo os 
compostos clorados para promover a quebra das ligações covalentes entre a 
hemicelulose e a lignina da polpa de celulose, resultando em uma diminuição na 
utilização de compostos poluentes. Neste trabalho foram usadas três amostras de polpas 
de celulose em diferentes estágios kraft de branqueamento e quatro amostras 
enzimáticas sendo duas purificadas e duas semi-purificadas. A maior liberação de 
açúcares redutores ocorreu entre 1 e 2 horas para a polpa clara e pré-branqueada com O2 
e com 20 horas para a polpa escura, evidenciando a maior recalcitrância deste substrato. 
A predominância na liberação de xilobiose por todas as enzimas e em todas as amostras 
de polpas utilizadas sugere um mecanismo do tipo endo. A maior liberação de 
cromóforos a 237 nm sugere uma remoção de cor das polpas de celulose catalisada 





Palavras chave: Polpa kraft, Xilooligossacarídeos, hidrólise, cromatografia líquida de 
alta pressão, xilanase.   
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A hidrólise enzimática de substratos lignocelulósicos, tem tido posição de 
destaque nos cenários ambiental e econômico mundial. O foco principal do segundo 
milênio será aperfeiçoar a conversão enzimática da biomassa lignocelulósica renovável 
em açúcares fermentescíveis, os quais poderão ser convertidos em produtos com alto 
valor agregado (Himmel, Ruth et al., 1999).  
O processo mais utilizado de transformação de madeira em papel é o processo 
kraft, no qual três espécies de eucalipto (Eucalyptus grandis, E. saligna e E. urophylla) 
são as mais usadas como matéria-prima. Neste processo, pequenos cavacos de madeira 
são digeridos com uma mistura de sulfeto de sódio, hidróxido de sódio e água a 165 - 
170ºC. Esses dois reagentes têm a função de acelerar a deslignificação, com 
recuperação das fibras de celulose. Neste processo, parte da lignina solubilizada, 
comumente se liga a polímeros residuais de hemicelulose que precipitam novamente 
sobre as fibras de celulose, resultando em uma polpa de coloração escura que precisa ser 
branqueada antes da produção do papel final. Pode-se assumir que, nesta etapa do 
processo, 90-95% da hemicelulose e da lignina estão dissolvidas e parcialmente 
degradadas. A lignina depositada na polpa kraft confere a coloração escura à polpa, por 
esta razão, é realizado um pré-branqueamento com oxigênio para a remoção de 
impurezas e de uma parte da lignina remanescente. A polpa pré-branqueada com 
oxigênio tem coloração amarelo-claro, devido à lignina, e ainda não está pronta para a 
produção de papel boa qualidade. No próximo passo de branqueamento, a polpa kraft 
deverá atingir uma coloração branca devido à remoção de substâncias cromóforas 
formadas pela quebra da lignina. O último processo de branqueamento consiste na 
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remoção da lignina residual em vários processos que incluem a utilização de ozônio, 
dióxido de cloro, hidróxido de sódio, cloro e peróxido de hidrogênio. O processo kraft 
envolve cinco estágios (figura 5.1). (Kulkarni e Rao, 1996; Viikari, Suurnakki et al., 




Figura 5.1. Estágios do branqueamento da polpa de celulose para a produção de papel. 
Aparar as arestas dos cavacos de madeira (A), polpa de celulose após o processo kraft 
(B), polpa pré-branqueada com O2 (C), polpa de celulose branqueada com ozônio e 
dióxido de cloro (D) branqueamento final com dióxido de cloro, após o tratamento com 
hidróxido de sódio, peróxido de hidrogênio e oxigênio (E) (Polizeli, Rizzatti et al., 
2005).  
 
O processo de produção de papel utiliza grandes quantidades de produtos 
químicos poluentes, tornando-se um problema devido à descarga dos resíduos nos 
efluentes. A necessidade de tecnologias ecologicamente corretas torna-se cada vez mais 
urgente. Pressões ambientais e legislativas têm forçado as indústrias papeleiras a 
modificar seus processos de branqueamento e a descarga de resíduos de forma a reduzir 
o impacto sobre o meio ambiente. Resoluções ambientais, especialmente na Europa 
Ocidental e Estados Unidos, colocaram restrições ao uso de cloro no processo de 
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branqueamento do papel (Bajpai, Bhardwaj et al., 1994; Kulkarni, Shendye et al., 1999; 
Gupta, Bhushan et al., 2000; Manimaran, Kumar et al., 2009).  
Enzimas hemicelulolíticas têm mostrado potencial para utilização na indústria de 
papel e celulose para a modificação das fibras da polpa de celulose. Dentre essas 
enzimas, a aplicação mais bem sucedida tem sido a de xilanases no branqueamento das 
polpas kraft (Gerber, Heitmann et al., 1999; Motta, Andrade et al., 2013; Torres e Dela 
Cruz, 2013).  Sabe-se que xilanases podem ser aplicadas no branqueamento do papel, 
diminuindo a utilização dos compostos organoclorados, para promover a quebra das 
ligações covalentes entre a hemicelulose e a lignina da polpa de celulose.. Além da 
redução significativa na quantidade de organoclorados despejados nos efluentes, outra 
vantagem do uso de xilanases é o aumento do brilho do papel (Bajpai, 2004; Salles, 
Medeiros et al., 2005; Kamble e Jadhav, 2012; Sharma e Kumar, 2013). É importante 
que a preparação enzimática usada no branqueamento da polpa não tenha atividade de 
celulase, caso contrário, ela poderia causar mudanças morfológicas nas fibras de 
celulose, o que reduziria a qualidade final do papel (Gupta, Bhushan et al., 2000; Filho, 
2004; Salles, Medeiros et al., 2005).  
A indução da produção de enzimas usando substratos puros faz com que o 
processo seja muito caro, dificultando a aplicação destes catalisadores nos diversos 
ramos industriais. Neste contexto, o uso de resíduos agroindustriais se torna uma 
alternativa para a produção de altos níveis de xilanase com menor preço de produção, o 
que torna a aplicação destas enzimas mais atrativa comercialmente. A aplicação destas 
enzimas produzidas com substratos agroindustriais no processo de produção de papel 
diminui os custos do branqueamento enzimático da polpa de celulose (Gupta, Bhushan 
et al., 2000). Biobranqueamento é o nome dados ao branqueamento da polpa através da 
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utilização enzimas ou micro-organismos lignolíticos (Pérez, Muñoz-Dorado et al., 
2002).  
Conforme apresentado nos capítulos anteriores desta tese, o fungo filamentoso 
A. terreus produz grandes quantidades de xilanases quando cultivado em meios de 
cultura contendo bagaço de cana de açúcar e piolho de algodão sujo. Tais enzimas, 
purificadas ou semi-purificadas podem ter aplicações em inúmeros processos 
biotecnológicos, como o biobranqueamento de polpas de celulose. 
 
2. Objetivos  
 
2.1. Avaliar o potencial hidrolítico de enzimas puras e semi-purificadas de A. 
terreus em polpas de celulose obtidas de diferentes estágios kraft de 
branqueamento; 
2.2. Comparar a eficiência de hidrólise de xilanases puras e semi-purificadas.   
 
3. Material e métodos 
 
3.1. Origem e produção das polpas de celulose 
 
As polpas de celulose (Figura 5.2) obtidas a partir da mistura de Eucalyptus 
grandis (40%), E. saligna (30%) e E. urophylla (30%), foram produzidas pela empresa 
Conpacel, localizada no município de Limeira - SP, e gentilmente fornecidas pelo Prof. 
Dr. Francides Gomes da Silva Júnior do Laboratório de Química, Celulose e Energia, 
Departamento de Ciências Florestais, ESALQ - Universidade de São Paulo, Piracicaba 
Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 





– SP. A polpa de celulose foi submetida ao processo industrial Kraft. O material 
resultante após as etapas de cozimento e lavagem foi denominado polpa escura (figura 
5.2 – A). A polpa escura submetida ao estágio de deslignificação com O2 foi 
denominada polpa pré-branqueada por O2 (figura 5.2 – B). Por fim, a polpa pré-
branqueada submetida ao processo final de branqueamento por reagentes clorados, 
resultou no material designado polpa branca (figura 5.2 - C).  
 
 
Figura 5.2. Amostras de polpas de celulose. Polpa de celulose escura (A), polpa de 
celulose pré-branqueada com O2 (B) e polpa de celulose clara (C).  
 
3.2. Hidrólise enzimática das polpas de celulose 
 
O potencial de hidrólise de xilanases puras e semi-purificadas, cultivadas em 
bagaço de cana de açúcar ou piolho de algodão sujo, foi determinado pela mistura de 
um volume de amostra enzimática e dois volumes de substrato em solução aquosa 
(10mg/mL) de polpa de celulose escura, polpa de celulose pré-branqueada com O2 ou 
polpa de celulose clara. Todos os substratos foram solubilizados em água destilada. A 
mistura entre enzima e substrato foi incubada a 50ºC, com agitação de 120 rpm, por três 
horas (polpas pré-branqueada e polpa clara), ou por oito horas (polpa escura). A polpa 
escura foi incubada novamente a 28ºC, com agitação de 120 rpm, nos tempos de 20, 24, 
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28 e 48 horas. Os controles foram feitos substituindo-se o volume de enzimas por água 
destilada e submetidos às mesmas condições de ensaio. Alíquotas foram retiradas para 
realização dos seguintes ensaios: 
 
3.2.1. Dosagem de glicose 
 
A análise da quantidade de glicose liberada foi feita pelo kit glicose oxidase 
(Trinder, 1969). Alíquotas de 10 µL retiradas das misturas de enzima e substrato usado 
na hidrólise foram incubadas com 1 mL de reagente de cor, à temperatura ambiente, por 
30 minutos. Uma solução de glicose padrão fornecida no kit foi preparada de maneira 
semelhante às amostras e utilizada como padrão; a concentração de glicose liberada foi 
expressa em mg/mL.  
  
3.2.2. Dosagem de açúcares redutores totais 
 
A quantificação de açúcares redutores totais liberados foi feita pelo método do 
DNS, conforme descrito no item 3.5 do capítulo II desta tese. A quantidade de açúcares 
liberados foi expressa em mg/mL.   
 
3.2.3. Dosagem de pentoses e hexoses livres pelo método do Orcinol-férrico 
 
Uma alíquota de 100 µL das misturas de hidrólise foi adicionada a 100 µL do 
reagente A (TCA 10% (m/v), em água destilada) e a mistura foi submetida à fervura por 
15 min. Em seguida, a mistura foi resfriada à temperatura ambiente e na sequência foi 
adicionada de 600 µL do reagente B (m/v) (sulfato de amônio férrico 1,15% e orcinol 
Universidade de Brasília 
Departamento de Biologia Celular 





0,2%, diluído em solução de HCl 9,6 mol/L). A mistura resultante foi fervida 
novamente por 20 min e então resfriada à temperatura ambiente. A solução final do 
ensaio foi diluída 10 vezes em água destilada e submetida às leituras nas absorbâncias 
de 660 (pentoses) e 520 nm (hexoses) (Chaplin, 1994). Xilose e manose foram usadas 
como padrões para as conversões de pentoses e hexoses, respectivamente. Os resultados 
foram expressos em mg de açúcar redutor liberado/mL.  
 
3.2.4. Leituras em diferentes comprimentos de onda 
 
Alíquotas de 20 µL foram analisadas nos comprimentos de onda de 237, 254, 
280 e 465 nm (Medeiros, Silva Jr et al., 2007).  
 
3.3. Análise por HPLC da hidrólise enzimática das polpas de celulose 
 
A análise das amostras por cromatografia líquida de alta pressão (HPLC) foi 
feita sob supervisão inicial da Profa. Dra. Lourdes Isabel Velho do Amaral e 
posteriormente do Prof. Dr. Clóvis Oliveira Silva. Alíquotas de 250 µL foram retiradas 
dos ensaios, fervidas por 10 min e, posteriormente, congeladas a -20ºC. As amostras 
foram liofilizadas e ressuspensas em 500 µL de água mili-Q. A análise foi feita por 
cromatografia líquida de alta eficiência de troca aniônica, acoplada a um detector de 
amperometria pulsada (HPAE-PAD) para a quantificação e identificação dos 
xilooligossacarídeos liberados durante a hidrólise (Ryan, Nolan et al., 2003). Os 
xilooligossacarídeos foram analisados em sistema Dionex ICS 3000 DC Ion 
Chromatography com utilização de pré-coluna CarboPac Guard e coluna CarboPac PA-
100 (Dionex Corporation, Sunnyvale, CA, EUA), com fluxo de 15 mL/h, a 20ºC. Foram 
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injetados 10 µL de amostra com o auto sampler AS40 (Dionex). As amostras foram 
eluídas em solução de hidróxido de sódio (0,1 M) (Dionex) e solução de Acetato de 
sódio (0,5 M) (Merck, Darmstadt, Germany) com hidróxido de sódio (0,1 M), por 70 
min. Entre as injeções das amostras consecutivas, a coluna foi reequilibrada por 15 min 
com solução de hidróxido de sódio (0,1 M). Os xilooligossacarídeos foram identificados 
e quantificados em detector eletroquímico ED40 (Dionex), e os dados analisados pelo 
programa Chromeleon 6.8 SR8 (Dionex). Como padrão, foi utilizada uma mistura de 
xilooligossacarídeos (15 µg/mL) contendo entre uma e seis unidades de D-xilose (X1, 
xilose; X2, xilobiose; X3, xilotriose, X4, xilotetraose, X5, xilopentaose; X6, 
xilohexaose; Megazyme Corporation, Wicklow, Ireland).  
 
3.4. Análises Estatísticas 
 
As analises estatísticas foram feitas como descrito no item 3.7 do capítulo III, 
desta tese.  
 
4. Resultados e discussão 
 
4.1. Hidrólise enzimática das polpas de celulose 
 
Amostras de enzimas puras (Xyl T1 e Xyl T2) e parcialmente purificadas 
(frações ultrafiltradas em membrana de corte de 10 kDa, provenientes dos extratos 
brutos dos cultivos de A. terreus em bagaço de cana ou piolho de algodão) produzidas 
conforme descrito no capítulo III desta tese, foram incubadas juntamente com polpas de 
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celulose obtidas em diferentes estágios kraft de produção de papel: polpa escura, polpa 
pré-branqueada com O2 e polpa clara.  
Na hidrólise da polpa clara, nota-se que a maior liberação de açúcares redutores 
totais acontece entre a primeira e a segunda hora de incubação, tanto para as enzimas 
puras (figura 5.3), quanto para as duas frações ultrafiltradas (figura 5.4). O ensaio de 
orcinol férrico mostrou uma maior liberação de pentoses e hexoses entre uma e duas 
horas de hidrólise, assim como observado para os açúcares redutores totais. As maiores 
liberações de açúcares redutores foram observadas na hidrólise da polpa clara com o 
pool de enzimas contidas nos dois ultrafiltrados.  A maior liberação de açúcares 
redutores totais (0,435 mg/mL) ocorreu durante a hidrólise com o pool de enzimas do 
ultrafiltrado do piolho de algodão, enquanto que a maior liberação de pentoses (67,67 
mg/mL) ocorreu com o pool de enzimas do ultrafiltrado do bagaço de cana.  
A hidrólise das polpas de celulose foi analisada também pela liberação de 
cromóforos detectados nos comprimentos de onda de 237, 254, 280 e 465 nm, os quais 
estão relacionados a produtos de degradação originados da estrutura polimérica das 
polpas de celulose (Garg, Roberts et al., 1998). Assim como a liberação de açúcares, de 
forma geral, a maior liberação de cromóforos foi observada entre uma e duas horas de 
hidrólise. A maior liberação de cromóforos foi a 237 nm e ocorreu durante a incubação 
com Xyl T1.  
Na hidrólise da polpa clara, a maior quantidade de proteínas presente nas frações 
ultrafiltradas não resultou em um aumento estatisticamente significativo na liberação de 
açúcares redutores totais, nem de pentoses e hexoses. A eficiência na hidrólise das 
enzimas Xyl T1 e Xyl T2, apesar da baixa concentração de proteínas, pode ser atribuída 
ao fato de serem amostras purificadas, com maior atividade específica. Esse efeito 
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também foi observado durante a hidrólise de polpas de celulose por uma fração 
ultrafiltrada e uma enzima purificada de A. oryzae, onde a maior quantidade de 
proteínas presente na fração ultrafiltrada não se traduziu em maior eficiência na 
hidrólise (Duarte, 2013). Por outro lado, o tempo de hidrólise é um parâmetro com 
diferença estatisticamente significativa na liberação de pentoses das quatro amostras 
enzimáticas, com valores de ANOVA fatorial para Xyl T1 (p = 0,0002), Xyl T2 (p = 
8,66 x 10-7), pool de enzimas contidas no ultrafiltrado do bagaço de cana (p = 5,8 x 10-7) 
e pool de enzimas contidas no ultrafiltrado do piolho de algodão (p = 0,0002).  
Durante a hidrólise da polpa clara com as enzimas purificadas houve uma 
relação entre a liberação de açúcares redutores totais e a liberação cromóforos a 237 nm, 
no período de três horas de incubação, sugerindo que a remoção da cor está associada à 
liberação de lignina. Segunda Gupta e Bhushan et al., (2000) o pré-tratamento da polpa 
Kraft com a xilanase purificada de Staphylococcus sp. SG-13 resultou na liberação de 
xilose com aumento subseqüente da detecção de açúcares redutores totais e liberação de 
cromóforos a 237 e 465 nm, indicando uma dissociação do complexo lignina- 
carboidratos das fibras de celulose.  
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Figura 5.3. Hidrólise da polpa clara pelas enzimas Xyl T1 (A, B, C) e  Xyl T2 (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS (A e D), por 
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Figura 5.4. Hidrólise da polpa clara pelas frações ultrafiltradas em PM 10 kDa. Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço de 
cana (A, B, C). Ultrafiltrado proveniente do cultivo cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS 
(A e D), por orcinol-férrico à 660 nm (■) e à 520 nm (□) (B e E). Liberação de cromóforos à 237 nm (♦), 254 nm (◊), 280 nm (■) e à 465 nm (□) 
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A análise dos xilooligossacarídeos liberados durante a hidrólise da polpa clara 
mostrou uma liberação preferencial de xilobiose. Pela análise da figura 5.5 nota-se que a 
quantidade de xilose permaneceu praticamente constante entre zero e três horas para as 
quatro amostras enzimáticas, indicando que a quantidade de xilose detectada após três 
horas de incubação, provavelmente já estava presente no tempo zero e não foi resultado 
da atividade enzimática sobre a polpa de celulose.  A ANOVA fatorial indica que há 
diferença na utilização das quatro amostras enzimáticas em função do tempo (p = 
0,000). A figura 5.6 mostra exemplos de cromatogramas obtidos com o hidrolisado da 
polpa clara, no tempo de maior liberação de açúcares redutores (2 horas), evidenciando 
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Figura 5.5. Liberação de xilooligossacarídeos durante a hidrólise da polpa de celulose 
clara em função do tempo. Xilose (■), xilobiose (■), xilotriose (■), xilotetraose (■), 
xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 5.6. Detecções por HPLC dos produtos formados pela hidrólise da polpa de 
celulose clara, com duas horas de incubação, pelas enzimas Xyl T1 (A), Xyl T2 (B), 
pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus com 
bagaço de cana (C) e pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do 
cultivo de A. terreus com piolho de algodão (D). Xilose (X1), xilobiose (X2), xilotriose 
(X3), xilotetraose (X4), xilopentaose (X5) e xilohexaose (X6). 
 
A hidrólise da polpa pré-branqueada pelas enzimas puras Xyl T1 e Xyl T2 
mostrou uma maior liberação de açúcares totais (DNS) na primeira hora de hidrólise, 
enquanto que a maior liberação de pentoses (orcinol férrico a 660 nm) ocorreu na 
segunda hora de hidrólise. A liberação de cromóforos aumentou com o aumento do 
tempo de incubação (figura 5.7), durante a incubação com as duas enzimas. De forma 
geral, a maior liberação de cromóforos foi observada com três horas de hidrólise. 
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Resultados semelhantes foram observados no estudo de Salles e Medeiros et al., (2005) 
durante a hidrólise de polpa kraft de eucalipto pré-branqueada utilizando-se xilanases de 
Humicola grisea var. thermoidea, no qual a maior liberação de cromóforos também 
ocorreu com três horas de incubação.  
Assim como observado para polpa clara, não há diferença estatisticamente 
significativa na liberação de açúcares quando o substrato foi incubado com enzimas 
puras ou frações ultrafiltradas. Ou seja, a utilização das amostras de ultrafiltrado poderia 
levar a uma redução nos custos de obtenção de enzimas aplicadas como uma alternativa 
no processo de branqueamento do papel. Diferentemente da polpa clara, na hidrólise da 
polpa pré-branqueada o tempo de incubação só foi estatisticamente significativo para a 
liberação de pentoses para Xyl T2 (p = 0,0010) e para a fração ultrafiltrada do bagaço 
de cana (p = 7,183 x 10-8), sendo que o teste LSD Fisher mostrou que todos os tempos 
são diferentes uns dos outros.  
A maior liberação de açúcares totais e de cromóforos no comprimento de onda 
de 280 nm na hidrólise da polpa pré-branqueada foi observada com pool de enzimas 
presentes no ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço de cana de 
açúcar. A figura 5.8 mostra a liberação de açúcares redutores e de cromóforos durante a 
hidrólise com o ultrafiltrado proveniente dos cultivos de A. terreus em bagaço de cana e 
em o piolho de algodão. A maior liberação de pentoses ocorre com duas horas de 
hidrólise com as duas amostras enzimáticas de ultrafiltrado.   
A maior liberação de xilooligossacarídeos se deu com três horas de hidrólise 
(figura 5.9). Este resultado pode parecer contraditório em relação aos dados de liberação 
de açúcares totais e de pentoses (figuras 5.7 e 5.8), entretanto, como no HPLC só foram 
detectados xilooligossacarídeos contendo seis ou menos unidades de D-xilose, é 
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possível inferir que os produtos com maior grau de polimerização não puderam ser 
identificados, assim como açúcares redutores contendo outro resíduo que não D-xilose. 
Nos cromatogramas obtidos com o hidrolisado da polpa pré-branqueada com O2 (figura 
5.10) podem ser vistos xilooligossacarídeos com maiores tempos de retenção que não 
puderam ser identificados pela ausência de xilooligossacarídeos padrões para maiores 
tempos de retenção. Apesar dos produtos de hidrólise detectados por HPLC 
representarem valores menores que os obtidos com as outras técnicas de detecção de 
açúcares redutores, a técnica de detecção com base em seus tempos de retenção resulta 
em maior especificidade. De forma oposta, a detecção de açúcar redutor pelo método do 
DNS é menos específica, pois mesmo utilizando D-xilose como açúcar de referência, 
não seria possível a distinção entre as extremidades redutoras de monômeros de D-
xilose e xilooligossacarídeos de maiores massas moleculares. Um resultado semelhante 
foi observado por Gupta e Bhushan et al., (2000) com maior eficiência do tratamento da 
polpa kraft de eucalipto com xilanase após quatro horas de hidrólise.  
Da mesma forma que observado para a hidrólise da polpa clara, a ANOVA 
fatorial mostra diferença estatisticamente significativa (p = 0,000) entre os diversos 
tratamentos e tempos de hidrólise.  
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Figura 5.7. Hidrólise da polpa pré-branqueada pelas enzimas Xyl T1 (A, B, C) e  Xyl T2 (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS (A e 
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Figura 5.8. Hidrólise da polpa pré-branqueada pelas frações ultrafiltradas em PM 10 kDa. Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em 
bagaço de cana (A, B, C). Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por 
DNS (A e D), por orcinol-férrico à 660 nm (■) e à 520 nm (□) (B e E). Liberação de cromóforos à 237 nm (♦), 254 nm (◊), 280 nm (■) e à 465 
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Figura 5.9. Liberação de xilooligossacarídeos durante a hidrólise da polpa de celulose 
pré-branqueada, em função do tempo. Xilose (■), xilobiose (■), xilotriose (■), 
xilotetraose (■), xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 5.10. Detecções por HPLC dos produtos formados pela hidrólise da polpa de 
celulose pré-branqueada com O2, com três horas de incubação, pelas enzimas Xyl T1 
(A), Xyl T2 (B), pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do cultivo 
de A. terreus em bagaço de cana (C) e pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado 
proveniente do cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D). Xilose (X1), xilobiose 
(X2), xilotriose (X3), xilotetraose (X4), xilopentaose (X5) e xilohexaose (X6). 
 
Devido à maior recalcitrância da polpa de celulose escura, a hidrólise deste 
substrato foi feita durante oito horas, com alíquotas retiradas a cada hora. Embora a 
ANOVA mostre diferenças estatisticamente significativas em poucos casos (liberação 
de açúcares totais, Xyl T2, p = 0,0095; liberação de pentoses, Xyl T2, p = 0,0012 e 
ultrafiltrado proveniente do cultivo com bagaço de cana, p = 7,83 x 10-8; liberação de 
hexoses, ultrafiltrado proveniente do cultivo com bagaço de cana, p = 8,94 x 10-5), nota-
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se uma tendência de aumento de liberação de açúcares redutores totais e de pentoses e 
hexoses com o passar do tempo, indicando que a maior taxa de hidrólise acontece após 
maior tempo de incubação. Na hidrólise da polpa escura, são observados desvios-padrão 
muito maiores que os observados anteriormente, nas hidrólises da polpa clara e pré-
branqueada, entretanto, por tratar-se de um substrato muito heterogêneo, são esperados 
maiores desvios em relação à média do que quando foi usado um substrato mais 
homogêneo.  
Maiores liberações de pentoses e hexoses foram observadas durante a hidrólise 
com Xyl T1 e com o ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço de 
cana. Na hidrólise feita com a amostra enzimática de ultrafiltrado proveniente do cultivo 
de A. terreus em bagaço de cana também foram observadas as maiores liberações de 
cromóforos. As figuras 5.11 e 5.12 mostram as liberações de açúcares redutores e de 
cromóforos durante a hidrólise com as amostras enzimáticas purificadas e semi-
purificadas, respectivamente.  
A análise por HPLC mostrou maior liberação de xilobiose com duas horas de 
hidrólise. A figura 5.13 mostra a detecção de xilooligossacarídeos produzidos durante a 
hidrólise da polpa escura, entre zero e três horas de hidrólise. Como o método estatístico 
usado para analisar a detecção de xiloolgossacarídeos baseou-se na comparação entre os 
três substratos, a construção do gráfico de liberação de xilooligossacarídeos em função 
do tempo para a hidrólise da polpa de celulose só foi possível nos tempos em que houve 
também hidrólise das polpas clara e pré-branqueada. Na figura 5.14 estão exemplos de 
cromatogramas obtidos durante a detecção de xilooligossacarídeos presentes no 
hidrolisado da polpa escura, após oito horas de hidrólise. Assim como já observado para 
as hidrólises anteriores, tanto da polpa clara e como da pré-branqueada, a ANOVA 
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fatorial mostrou diferença estatisticamente significativa (p = 0,000) entre os tratamentos 
enzimáticos, em função do tempo.  
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Figura 5.11. Hidrólise da polpa escura pelas enzimas Xyl T1 (A, B, C) e  Xyl T2 (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS (A e D), por 
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Figura 5.12. Hidrólise da polpa escura pelas frações ultrafiltradas em PM 10 kDa. Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço 
de cana (A, B, C). Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS (A e 
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Figura 5.13. Liberação de xilooligossacarídeos durante a hidrólise da polpa de celulose 
escura em função do tempo. Xilose (■), xilobiose (■), xilotriose (■), xilotetraose (■), 
xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 5.14. Detecções por HPLC dos produtos formados pela hidrólise da polpa de 
celulose escura, com oito horas de incubação, pelas enzimas Xyl T1 (A), Xyl T2 (B), 
pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em 
bagaço de cana (C) e pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do 
cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D). Xilose (X1), xilobiose (X2), xilotriose 
(X3), xilotetraose (X4), xilopentaose (X5) e xilohexaose (X6). 
 
Por ser um substrato que apresenta maior dificuldade na hidrólise, a polpa escura 
foi incubada novamente por 48 h, porém, conforme mencionado no capítulo III, as 
enzimas têm baixa estabilidade a 50ºC, por esta razão, a incubação foi feita a 28ºC. Da 
mesma forma como na hidrólise a 50ºC, a maior liberação de açúcar foi observada 
durante a incubação com Xyl T1 e com o pool de enzimas contidas no ultrafiltrado 
proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço de cana. Em todos os casos, a maior 
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liberação de pentoses foi observada com aproximadamente 20 horas de hidrólise. 
Entretanto, a liberação de cromóforos aumentou progressivamente com o aumento do 
tempo de incubação (figuras 5.15 e 5.16). Os xilooligômeros liberados entre 20 e 48 
horas foram, na sua maioria, xilobiose (figura 5.17). Como discutido anteriormente, as 
análises estatísticas de liberação de xilooligossacarídeos em função do tempo foram 
feitas de forma comparativa entre as quatro amostras enzimáticas e os três substratos, 
portanto, não foi possível a análise nos tempos de 20, 24 28 e 48 horas de hidrólise, pois 
não foi feita hidrólise das polpas clara e pré-branqueada com O2 nestes tempos. 
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Figura 5.15. Hidrólise da polpa pescura pelas enzimas Xyl T1 (A, B, C) e  Xyl T2 (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS (A e D), por 
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Figura 5.16. Hidrólise da polpa escura pelas frações ultrafiltradas em PM 10 kDa. Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em bagaço 
de cana (A, B, C). Ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D, E, F). Açúcares redutores avaliados por DNS (A e 
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Figura 5.17. Detecções por HPLC dos produtos formados pela hidrólise da polpa de 
celulose escura, com 20 horas de incubação, pelas enzimas Xyl T1 (A), Xyl T2 (B), 
pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do cultivo de A. terreus em 
bagaço de cana (C) e pelo pool de enzimas contidas no ultrafiltrado proveniente do 
cultivo de A. terreus em piolho de algodão (D). Xilose (X1), xilobiose (X2), xilotriose 
(X3), xilotetraose (X4), xilopentaose (X5) e xilohexaose (X6). 
 
A liberação de glicose foi medida em todos os experimentos, e em todos os 
casos, não houve liberação deste açúcar, demonstrando que as enzimas não agem sobre 
a polpa de celulose. Além disso, a liberação de pentoses foi maior que a liberação de 
hexoses, evidenciando que a atividade das enzimas é principalmente sobre a xilana.  As 
enzimas usadas nesses experimentos têm potencial de aplicação na indústria de papel e 
celulose, pois como anteriormente mencionado, essa aplicação industrial requer 
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xilanases livres de atividade celulolítica para a manutenção da estrutura da fibra de 
celulose (Li, Jiang et al., 2005; Chidi, Godana et al., 2008; Motta, Andrade et al., 2013). 
Dentre os cromóforos liberados, a maior quantidade observada foi no 
comprimento de onda de 237 nm. Cromóforos liberados neste comprimento de onda 
correlacionam-se com a remoção de cor e consequentemente redução no teor de lignina, 
além de aumentar o brilho da polpa de celulose após o branqueamento (Elegir, Sykes et 
al., 1995; Gupta, Bhushan et al., 2000; Motta, Andrade et al., 2013). A liberação de 
cromóforos a 465 nm ocorreu de forma geral, no tempo final de todas as hidrólises. A 
liberação de cromóforos neste comprimento de onda relaciona-se a liberação de 
compostos hidrofóbicos (Gupta, Bhushan et al., 2000). A liberação de cromóforos é um 
melhor indicador da ação enzimática do que a liberação de açúcares redutores, uma vez 
que açúcares redutores continuam sendo gerados pela hidrólise xilanolítica dos 
oligossacarídeos solúveis liberados pela despolimerização inicial da xilana na superfície 
das fibras (Garg, Roberts et al., 1998).  
 
Análises estatísticas foram feitas entre os controles e os tratamentos enzimáticos, 
demonstrando que os tratamentos enzimáticos têm resultado estatisticamente 
significativo na liberação de açúcares redutores e de cromóforos. Além disso, a 
liberação de açúcares e de cromóforos difere estatisticamente entre os três substratos, 
em todos os tempos analisados (zero hora, p = 1,71 x 10-4; uma hora, p = 0,0013; duas 
horas, p = 5,55 x 10-2 e três horas, p = 3,16 x 10-5).   
A análise da liberação de xilooligossacarídeos de cada amostra enzimática em 
função do tempo e com relação a cada substrato hidrolisado mostrou que todas as 
enzimas liberam preferencialmente xilobiose, evidenciando o mecanismo de ação destas 
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enzimas como do tipo endo, tanto para as enzimas puras (Xyl T1 e Xyl T2) quanto para 
o pool de xilanases contidas nos ultrafiltrados provenientes dos cultivos de A. terreus 
em bagaço de cana e em piolho de algodão (figuras 5.18, 5.19, 5.20, 5.21). 
Concentrações menores de xilose também foram detectadas, entretanto, esta xilose pode 
ter sido liberada durante as etapas de cozimento ou após a deslignificação por O2, 
anteriormente a obtenção da polpa clara, durante o processo Kraft.  
 
 
Figura 5.18. Xilooligossacarídeos liberados por Xyl T1 durante a hidrólise das polpas 
de celulose clara, pré-branqueada com O2 e escura, em função do tempo. Xilose (■), 
xilobiose (■), xilotriose (■), xilotetraose (■), xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 5.19. Xilooligossacarídeos liberados por Xyl T2 durante a hidrólise das polpas 
de celulose clara, pré-branqueada com O2 e escura, em função do tempo. Xilose (■), 
xilobiose (■), xilotriose (■), xilotetraose (■), xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 5.20. Xilooligossacarídeos liberados pelo ultrafiltrado proveniente do cultivo 
com bagaço de cana durante a hidrólise das polpas de celulose clara, pré-branqueada 
com O2 e escura, em função do tempo. Xilose (■), xilobiose (■), xilotriose (■), 
xilotetraose (■), xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 5.21. Xilooligossacarídeos liberados pelo ultrafiltrado proveniente do cultivo 
com piolho de algodão durante a hidrólise das polpas de celulose clara, pré-branqueada 
com O2 e escura, em função do tempo. Xilose (■), xilobiose (■), xilotriose (■), 
xilotetraose (■), xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
 
 A liberação do complexo carboidrato-lignina libera compostos fenólicos que 
podem inibir a ação enzimática, entretanto, conforme discutido no capítulo IV, Xyl T2 
não é inibida por tais compostos. 
 
O processo kraft  de branqueamento ocorre em várias etapas, compreendendo 
etapas para a remoção da lignina residual e as etapas finais aumentam o brilho do papel. 
A etapa de deslignificação é normalmente realizada por cloro, (Bajpai, 2004), gerando 
grandes problemas durante a descarga destes resíduos clorados. Os subprodutos gerados 
dessa utilização do cloro são substâncias orgânicas cloradas, tóxicas, mutagênicas e 
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presistentes, causando numerosos prejuízos a sistemas biológicos (Filho, 2004). Com 
relação a este problema, o branqueamento enzimático é uma alternativa muito 
promissora para diminuir os produtos a base de cloro no processo de branqueamento da 
polpa e consequentemente, reduzir a demanda de oxigênio nos efluentes usados como 
descarga de resíduos. Um tratamento com xilanase diminuiu o uso de reagentes clorados 
durante o branqueamento de uma polpa kraft em 15% (Skjold-Jorgensen, Munk et al., 
1992). Essas enzimas melhoram o processo de branqueamento da polpa, pois ao 
hidrolisarem a xilana, a ligação lignina – carboidrato é interrompida e 
consequentemente, a lignina presa é liberada, melhorando o acesso para produtos 
químicos branqueadores à polpa. (Viikari, Ranua et al., 1986; Bajpai, 2004; 
Angayarkanni, Palaniswamy et al., 2006; Pandya e Gupte, 2012). As enzimas 
purificadas e semi-purificadas de A. terreus podem ter aplicabilidade no processo de 
branqueamento de papel, uma vez que mostraram potencial para hidrólise de xilana, 
aparentemente, sem afetar a fibra de celulose.  
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• Xyl T1, Xyl T2 e as amostras enzimáticas semi-purificadas mostraram 
potencial para o biobranqueamento de papel, uma vez que hidrolisaram a 
xilana, aparentemente sem hidrolisar a celulose; 
• Análises estatísticas revelam que os tratamentos enzimáticos têm ações 
diferentes nas três polpas analisadas; 
Xilobiose foi o xilooligossacarídeo produzido com maior frequência para a 
hidrólise das três polpas de celulose pelas quatro amostras enzimáticas 





• Avaliar as enzimas Xyl T3 e Xyl T4, assim como o ultrafiltrado em PM 10 
kDa proveniente do cultivo com casca de soja nos mesmos processos 
apresentados neste capítulo; 
• Utilizar a microscopia eletrônica de varredura como ferramenta para avaliar 
a integridade estrutural da polpa de celulose após tratamento enzimático; 
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Foi avaliado o potencial de hidrólise da xilana de bétula por Xyl T1. A maior liberação 
de açúcares redutores foi observada com 12 horas de hidrólise tanto para xilana solúvel 
(2,40 mg de açúcar/mL) quanto para xilana insolúvel (1,42 mg de açúcar/mL). A análise 
do hidrolisado de xilana solúvel por HPLC mostrou que há liberação de cinco tipos de 
xilooligossacarídeos (X2, X3, X4, X5, X6), sugerindo que a enzima catalise a clivagem 
aleatória no interior da cadeia da xilana, sendo consistente com o mecanismo de ação de 
uma endo-xilanase. O potencial de hidrólise de Xyl T1 e de xilanases não purificadas 
induzidas por bagaço de cana de açúcar foi avaliado com amostras de bagaço não 
tratado, hidrolisado com ácido sulfúrico e explodido a vapor. Para ambas amostras 
enzimáticas, a maior liberação de  açúcares redutores ocorreu na hidrólise do bagaço de 
cana explodido a vapor, com 20 horas. Tanto o pré-tratamento por hidrólise ácida 
quanto a explosão a vapor mostraram-se eficazes na diminuição da recalcitrância do 
bagaço de cana, evidenciado pelo aumento da liberação de açúcares redutores nas duas 








Palavras chave: Hidrólise enzimática, xilanase, bagaço de cana de açúcar, xilana, 
cromatografia líquida de alta pressão. 
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Espera-se que o mercado do bioetanol atinja 100 x 109 litros de combustível em 
2015. Os maiores produtores mundiais deste combustível são os Estados Unidos, Brasil 
e China. Em 2009, os EUA produziram 39,5 x 109 litros de bioetanol utilizando o milho 
como matéria prima, enquanto no Brasil, segundo maior produtor, cerca de 30 x 109 
litros foram produzidos utilizando a cana- de-açúcar. A China também tem despendido 
grandes investimentos na produção de bioetanol (Bhatia, Johri et al., 2012). O aumento 
da demanda energética mundial para várias finalidades industriais tem aumentado a 
necessidade da produção de etanol (Brooks, 2008; Huang e Zhang, 2011). Algumas 
propriedades do bioetanol o tornam um combustível importante, como o teor de 35% de 
oxigênio, que resulta na completa combustão do combustível, diminuindo as emissões 
de gases tóxicos. Além disso, a produção de bioetanol utiliza energia de fontes 
renováveis; portanto quantidades reduzidas de dióxido de carbono (CO2) são 
adicionadas ao ambiente. (Bhatia, Johri et al., 2012).  
Conforme mencionado na introdução desta tese, o bagaço de cana de açúcar é 
uma excelente matéria prima para ser utilizada como combustível de segunda geração, 
pois um terço da energia da cana de açúcar está contida no bagaço (Goldemberg, 2011) 
e grandes quantidades de bagaço estão disponíveis para utilização deste resíduo para a 
produção de bioetanol (Neves, Kimura et al., 2007; Moreira, Milanezi et al., 2011; 
Chandel, Silva et al., 2012). As tecnologias capazes de hidrolisar a holocelulose em 
seus monossacarídeos a um custo baixo tornarão possível a utilização dos mais diversos 
resíduos de plantas para a produção de etanol. Essas tecnologias podem, em teoria, 
dobrar a produção do bioetanol, (Santos, Gómez et al., 2011).  
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Como discutido anteriormente, o bagaço de cana possui uma alta recalcitrância 
que dificulta sua sacarificação a açúcares fermentescíveis. Além da utilização do pré-
tratamentos (Cardona e Sanchez, 2007; Kumar, Barrett et al., 2009; Kawakubo, Karita 
et al., 2010), pode-se utilizar um consórcio de enzimas com ação sinérgica para 
liberação de monômeros e oligômeros, que podem ser usados como precursores de 




2.1. Avaliar o potencial de hidrólise de uma fração enzimática purificada (Xyl T1); 
sobre a xilana de bétula;  
2.2. Avaliar o potencial de hidrólise do extrato bruto produzido a partir do cultivo de 
A. terreus em bagaço de cana de açúcar e de uma fração enzimática purificada 
(Xyl T1) sobre três amostras de bagaço de cana de açúcar. 
 




As frações solúveis e insolúveis da xilana de bétula foram preparadas como 
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3.2. Origem do bagaço de cana de açúcar 
 
O resíduo bagaço de cana-de-açúcar não-tratado (figura 6.1 – A) foi produzido 
pela Usina da Pedra, localizada na zona rural do município de Serrana – SP. O material 
foi obtido da Safra de cana-de-açúcar do ano de 2011, colhida mecanicamente sem 
queima prévia do canavial. O teor de umidade de equilíbrio em torno de 8,0 a 10%, base 
úmida. O material foi seco a 25ºC.  
Outros dois resíduos, o bagaço de cana-de-açúcar hidrolisado por ácido sulfúrico 
(figura 6.1 – B) ou bagaço de cana-de-açúcar explodido a vapor (figura 6.2 – C) foram 
originados a partir do pré-tratamento de amostra de bagaço de cana não tratado (Anexo 
B), com umidade em torno de 50%, produzido pela Usina Vale do Rosário, localizada 
na zona rural do município de Morro Agudo – SP.  
As três amostras de bagaço de cana-de-açúcar foram gentilmente fornecidas 
pelos pesquisadores Dr. Edgardo Olivares Gómez e Dr. George Jackson de Morais 
Rocha do Laboratório Nacional de Ciências e Tecnologia do Bioetanol (CTBE) do 
Centro Nacional de Pesquisa em Energia e Materiais (CNPEM), Campinas – SP. 
 
 
Figura 6.1. Amostras de bagaço de cana de açúcar. Bagaço de cana não tratado (A), 
bagaço de cana hidrolisado por ácido sulfúrico (B), bagaço de cana explodido a vapor 
(C).  
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3.2.1. Análise bromatológica dos bagaços de cana: Não-tratado, 
hidrolisado por ácido sulfúrico, bagaço de cana explodido a vapor  
 
A análise composicional dos três tipos de bagaço (Anexo B) (Rocha, Silva et al., 
1997; Gouveia, Nascimento et al., 2009), foi realizada pelo CTBE do CNPEM, 
Campinas – SP.  
 
3.3. Hidrólise enzimática da xilana 
 
A hidrólise da xilana de bétula pela xilanase purificada (Xyl T1) foi feita pela 
mistura de um volume de amostra enzimática e dois volumes de substrato em solução 
aquosa (10mg/mL) de xilana (frações solúvel e insolúvel). A mistura entre enzima e 
substrato foi incubada a 28ºC, com agitação de 120 rpm, por seis, 12, 18 ou 24 horas. 
Nos intervalos de tempo determinados, alíquotas foram retiradas para realização da 
quantificação de açúcares redutores totais liberados, que foi feita pelo método do DNS, 
conforme descrito no item 3.5 do capítulo II desta tese. A quantidade de açúcares 
liberados foi expressa em mg/mL.   
 
3.3.1. Análise por HPLC da hidrólise enzimática 
 
A análise das amostras por cromatografia líquida de alta pressão (HPLC) foi 
feita como descrito no item 3.4 do capítulo V desta tese.  
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3.4. Hidrólise enzimática do bagaço de cana de açúcar 
 
Na hidrólise de bagaço de cana de açúcar, foram utilizadas amostras de bagaço 
não-tratado, hidrolisado com ácido sulfúrico ou explodido a vapor, solubilizados em 
água destilada (10 mg/mL). Foram usadas amostras de enzima purificada (Xyl T1) e de 
extrato bruto. Foi usada a mesma proporção entre enzima e substrato citada 
anteriormente, para a hidrólise da xilana. A mistura foi incubada a 28ºC, com agitação 
de 120 rpm. Alíquotas foram retiradas com 24, 48, 72 e 96 h., para quantificação dos 
açúcares redutores liberados pelo método do DNS 
 
3.5. Análises estatísticas 
 
As analises estatísticas foram feitas como descrito no item 3.7 do capítulo III, 
desta tese.  
 
4. Resultados e discussão 
 
4.1. Análise bromatológica dos bagaços de cana utilizados para hidrólise 
 
Os bagaços de cana não-tratado, hidrolisado com ácido sulfúrico e explodido à 
vapor foram caracterizados quanto à sua composição físico-química. Conforme dados 
mostrados na tabela 6.1, as duas metodologias utilizadas de pré-tratamento do bagaço, 
aumentaram o percentual de celulose, visto que o percentual inicial correspondeu a 
43,8% no bagaço “in natura”, e foi aumentado para 58,4 no bagaço hidrolisado e 53,7 
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no bagaço explodido a vapor. De forma inversa, ambas as metodologias reduziram o 
teor de hemicelulose para menos da metade da inicial nos dois casos, o que indica a 
eficiência dos pré-tratamentos.  
A hidrólise por ácido sulfúrico e a explosão a vapor são caracterizadas por 
melhorar a exposição da celulose à digestão enzimática, aumentar a degradação da 
fração de hemicelulose e são eficazes na promoção da deslignificação da lignocelulose 
(Balat, 2011). Inesperadamente, o percentual de lignocelulose detectado aumentou nos 
dois casos após o pré-tratamento, entretanto pode ter havido uma maior exposição da 
lignina após as etapas de pré-tratamento.  
 
Tabela 6.1. Análise bromatológica dos bagaços de cana.  
 % em massa 





Celulose 43,8 ± 1,1 58,4 ± 1,4 53,7± 0,6 
Hemicelulose 25,8 ± 0,8 6,5 ± 0,3 8,9 ± 0,1 
Lignina total 22,1 ± 0,8 32,0 ± 0,3 32,3 ± 0,3 
Cinzas 1,4 ± 0,2 2,9 ± 0,3 5,5 ± 0,2 
Extrativos (Ciclo-hexano/etanol 2:1) 6,1 ± 0,3 ND ND 
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4.2. Hidrólise da xilana de bétula por Xyl T1 
 
Os produtos de hidrólise da xilana de bétula por Xyl T1 foram analisados por 
HPLC e pela metodologia do DNS. Os resultados da figura 6.2 mostram que Xyl T1 
tem maior potencial para hidrolisar xilana solúvel que insolúvel. A maior liberação de 
açúcares redutores, tanto na hidrólise da xilana solúvel (2,40 mg de açúcar /mL) quanto 
insolúvel (1,42 mg de açúcar/mL ) foi observada com 12 horas. A maior taxa de 
hidrólise observada para a fração solúvel da xilana de bétula pode indicar que as 
ramificações presentes em maior quantidade xilana solúvel funcionem como sítios de 
ligação para a atividade catalítica de Xyl T1 (Coughlan, 1992). Resultados semelhantes, 
com maior taxa de hidrólise para xilana solúvel foram observadas por Ryan e Nolan et 
al., (2003) utilizando uma xilanase purificada de Penicillium capsulatum. É importante  
ressaltar que Xyl T1 apresentou maior afinidade por xilana solúvel, conforme 
mencionado no capítulo III.  
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  Embora o método de DNS mostre maior liberação de açúcares totais com 12 
horas de hidrólise, a análise por HPLC detectou maior quantidade de 
xilooligossacarídeos com seis horas de hidrólise (figura 6.3).  Como já discutido 
anteriormente no capítulo V, como no HPLC só foram detectados xilooligossacarídeos 
contendo seis ou menos unidades de D-xilose, é possível inferir que os produtos com 
maior grau de polimerização não puderam ser identificados, assim como açúcares 
redutores contendo outro resíduo que não D-xilose. Entretanto, fica claro que nos 
tempos de hidrólise de 12, 18 e 24 horas há detecção de xilooligoassacarídeos em 
maiores tempos de retenção que não puderam ser identificados pela ausência de padrões 
(figuras 6.4 e 6.5). Com a metodologia do DNS, a partir de 12 horas de hidrólise nota-se 
uma redução na liberação de açúcares redutores o que sugere um envolvimento de Xyl 
T1 em reações de transglicosilação. Os xilooligossacarídeos detectados com alta 
intensidade em maiores tempos de retenção (figura 6.4 – B, C, D e figura 6.5 – B, C, D) 
corroboram com esta hipótese, entretanto, é necessário um teste específico para reação 
de transglicosilação para confirmar a hipótese de que Xyl T1 promova catálise a partir 
de determinado tempo de incubação.  
A análise do hidrolisado de xilana solúvel mostrou que há liberação de cinco dos 
seis tipos de xilooligossacarídeos estudados (X2, X3, X4, X5, X6), sugerindo que a 
enzima catalise a clivagem aleatória no interior da cadeia da xilana, sendo consistente 
com o mecanismo de ação de uma endo-xilanase. O mecanismo de ação de Xyl T1 
como endo-xilanase já foi discutido no capítulo V desta tese, para a hidrólise de polpas 
de celulose. Um mecanismo similar foi descrito para a ação de β-xilanases XynA e 
XynB purificadas de P. capsulatum sobre vários tipos de xilanas (Filho, Puls et al., 
1993), XynC também purificada de P. capsulatum (Ryan, Nolan et al., 2003), xylanase 
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II, purificada de A. fumigatus (Silva, Puls et al., 1999), XynI purificada de A. nainiana 




Figura 6.3. Liberação de xilooligossacarídeos durante a hidrólise da xilana solúvel e 
insolúvel por Xyl T1 em função do tempo. Xilose (■), xilobiose (■), xilotriose (■), 
xilotetraose (■), xilopentaose (■) e xilohexaose (■).  
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Figura 6.4. Detecções por HPLC dos produtos formados pela hidrólise da xilana de 
bétula solúvel por Xyl T1, com seis horas de incubação (A) 12 horas (B), 18 horas (C) e 
24 horas (D). Xilose (X1), xilobiose (X2), xilotriose (X3), xilotetraose (X4), 
xilopentaose (X5) e xilohexaose (X6). 
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Figura 6.5. Detecções por HPLC dos produtos formados pela hidrólise da xilana de 
bétula insolúvel por Xyl T1, com seis horas de incubação (A) 12 horas (B), 18 horas (C) 
e 24 horas (D). Xilose (X1), xilobiose (X2), xilotriose (X3), xilotetraose (X4), 
xilopentaose (X5) e xilohexaose (X6). 
 
4.3. Hidrólise do bagaço de cana de açúcar 
 
Os três tipos de bagaço de cana de açúcar foram hidrolisados por Xyl T1 e pelo 
extrato bruto obtido a partir do cultivo do fungo em bagaço de cana de açúcar. As duas 
metodologias adotadas para o pré-tratamento do bagaço de cana mostraram-se eficazes 
na redução da recalcitrância desse substrato, visto que a quantidade de açúcares 
redutores liberados nos substratos pré-tratados é maior que no substrato não tratado 
(figura 6.6). 
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De forma geral, a hidrólise feita com o extrato bruto teve maior liberação de 
açúcares que a hidrólise com Xyl T1 para todos os tipos de bagaço analisados. Como o 
extrato bruto é composto por várias enzimas, estas devem ter uma ação sinérgica sobre 
o bagaço de cana. Uma ampla variedade de enzimas é necessária para a degradação da 
porção de holocelulose, dentro deste grupo de enzimas, xilanases, mananases, 
poligalacturonases, endo- e exo-glucanases têm papéis importantes na hidrólise de 
holocelulose (Andreaus, Filho et al., 2008; Kumar, Singh et al., 2008; Siqueira, Siqueira 
et al., 2010; Moreira, Ferreira et al., 2012). Esses resultados estão de acordo com 
estudos prévios, onde foi observada uma grande quantidade de enzimas 
holocelulolíticas produzidas por A. terreus (Moreira, Ferreira et al., 2012).  
Com ambas as amostras enzimáticas, a maior liberação de açúcares redutores foi 
observada na amostra de bagaço de cana explodido a vapor. É possível que o pré-
tratamento tenha aumentado a exposição destas fibras de hemicelulose facilitando a 
ação hidrolítica das enzimas. Ainda com relação ao bagaço de cana explodido a vapor, 
nota-se uma tendência de queda na liberação de açúcares redutores após 24 horas de 
hidrólise, possivelmente por ação inibitória de produtos liberados na hidrólise. Sabe que 
produtos de hidrólise como furfural, 5-hidroximetil furfural (HMF) e derivados da 
lignina liberados durante a hidrólise de substratos complexos como o bagaço de cana de 
açúcar inibem a ação de holocelulases (Takagi, 1984; Palmqvist, Hahn-Hägerdal et al., 
1996; Gruno, Väljamäe et al., 2004; Xiao, Zhang et al., 2004; Hu e Ragauskas, 2012).   
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Figura 6.6. Hidrólise do bagaço de cana não tratado (♦), hidrolisado com ácido sulfúrico (□) e explodido a vapor (●) com o extrato bruto (A) e 
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• Xyl T1 hidrolisa preferencialmente a fração solúvel da xilana de bétula, 
sugerindo um mecanismo de ação do tipo endo; 
• O bagaço de cana explodido a vapor foi o substrato mais suscetível à 
hidrólise catalisada por Xyl T1 e pelo extrato bruto de A. terreus;  
• As duas metodologias adotadas de pré-tratamento do bagaço de cana 
mostraram-se eficazes na diminuição da recalcitrância do bagaço de cana, 
evidenciado pelo aumento da liberação de açúcares redutores nas duas 




• Aplicar as enzimas purificadas Xyl T2, Xyl T3 e Xyl T4 na hidrólise da 
xilana de bétula e do bagaço de cana 
• Analisar os produtos de hidrólise das três amostras de bagaço de cana de 
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A hidrólise completa da holocelulase de resíduos agroindustriais necessita de enzimas com 
especificidades diferentes que clivem tanto a cadeia principal como as cadeias laterais. 
Combinações de extratos brutos de diferentes espécies de fungos filamentosos, incluindo 
Aspergillus terreus, Aspergillus oryzae, Aspergillus niger e Trichoderma longibrachiatum 
foram utilizadas na hidrólise de bagaço de cana de açúcar, engaço de bananeira e piolho de 
algodão sujo. A. terreus e A. oryzae produziram as maiores taxas de FPase e xilanase. A 
combinação de 50% entre os extratos brutos de A. terreus e A. oryzae demonstrou a maior taxa 
de hidrólise do piolho de algodão sujo e do engaço de bananeira. Na hidrólise do bagaço de 
cana de açúcar, a maior liberação de açúcares redutores foi obtida com amostra de extrato bruto 
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Considerações Finais e Perspectivas 
 
A utilização da biomassa lignocelulósica presente em resíduos agroindustriais 
como bagaço de cana de açúcar, piolho de algodão sujo e casca de soja, constitui uma 
alternativa viável para a indução de enzimas holocelulolíticas. Com os resultados 
descritos ao longo desta tese, notou-se que o fungo filamentoso Aspergillus terreus, 
quando cultivado nestas fontes de carbono, é um potencial produtor de xilanases.  
Quatro xilanases de baixas massas moleculares foram purificadas. A análise do 
hidrolisado de Xyl T1 e Xyl T2 sobre diversos substratos caracterizou o mecanismo de 
ação destas xilanases como endo. A ausência de atividade de celulase demonstra que 
essas enzimas tem bom potencial para a utilização no processo de branqueamento de 
polpa celulose para fabricação de papel. Devem ser avaliadas as vantagens econômicas 
da utilização das enzimas puras em relação às outras frações enzimáticas, como extratos 
brutos, frações ultrafiltradas e concentradas.  
Compostos fenólicos são liberados durante o processo de pré-tratamento de 
biomassa lignocelulósica e descritos como inibidores de hemicelulases e celulases. Tal 
efeito de inibição contribui para uma menor eficiência nos processos de hidrólise 
enzimática de lignocelulose, visando a obtenção de etanol de segunda geração. Neste 
contexto, Xyl T2 e Xyl T4 têm potencial para aplicação no processo de produção de 
bioetanol uma vez que foram resistentes a uma variedade de compostos fenólicos. A 
continuidade do estudo da relação entre enzimas e os compostos fenólicos é necessária 
para a compreensão do mecanismo que leva à resistência destas enzimas aos compostos. 
Serão realizados estudos da estabilidade conformacional e análises qualitativas e 
quantitativas das estruturas secundárias α – hélice e folhas β dessas enzimas na presença 
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e ausência de compostos fenólicos. Pretende-se aprofundar os estudos das interações 
entre os compostos fenólicos e essas enzimas através de experimentos de dicroísmo 
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TWO Β-XYLANASES FROM ASPERGILLUS TERREUS: 
CHARACTERIZATION AND INFLUENCE OF  PHENOLIC COMPOUNDS ON 
XYLANASE ACTIVITY 
Leonora Rios de Souza Moreira, Marcela de Carvalho Campos, Pedro Henrique 
Vieira Martins de Siqueira, Luciano Paulino Silva, Carlos André Ornelas Ricart, 
Pedro Alves Martins, Rayner Myr Lautherjung Queiroz,  




Sugarcane bagasse was used as an inexpensive alternative carbon source for production 
of β-xylanases from Aspergillus terreus. The induction profile showed that the xylanase 
activity was detected from the sixth day of cultivation period. Two low molecular 
weight enzymes, named Xyl T1 and Xyl T2 were purified to apparent homogeneity by 
ultrafiltration, gel filtration and ion exchange chromatographies and presented 
molecular masses of 24.3and 23.60 kDa, as determined by SDS-PAGE, respectively. 
Xyl T1 showed highest activity at 50 ºC and pH 6.0, while Xyl T2 was most active at 45 
ºC and pH 5.0. Mass spectrometry analysis of trypsin digested Xyl T1 and Xyl T2 
showed two different fingerprinting spectra, indicating that they are distinct enzymes. 
Both enzymes were specific for xylan as substrate. Xyl T1 was inhibited in greater or 
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lesser degree by phenolic compounds, while Xyl T2 was very resistant to the inhibitory 
effect of all phenolic compounds tested. The apparent Km values of Xyl T2, using 
birchwood xylan as substrate, decreased in the presence of six phenolic compounds. 
Both enzymes were inhibited by N-bromosuccinimide and Hg2+ and activated by Mn2+. 
Incubation of Xyl T1 and Xyl T2 with L-cysteine increased their half-lives up to 14 and 
24 hours at 50 ºC, respectively. Atomic force microscopy showed a bimodal size 
distribution of globular particles for both enzymes, indicating that Xyl T1 is larger than 
Xyl T2.  
 
Keywords: Aspergillus terreus; Phenolic compounds; Atomic force microscopy; β-
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BioEnergy Research (2012): 768-777 ISSN 1939-1242 
BIOMASS-DERIVED INHIBITORS OF HOLOCELLULASES  
Gilvan C. Duarte ·Leonora Rios S. Moreira ·Paula Marcela D. Jaramillo · 
Edivaldo Ximenes F. Filho* 
ABSTRACT 
Enzymes constitute a major monetary cost in the bioconversion of holocellulose to 
ethanol. Identifying enzyme inhibitors and moderating their effects is one approach that 
may help to overcome this issue. Most inhibitors that reduce the hydrolysis activity of 
holocellulase are released as the holocellulosic biomass is broken down in the 
pretreatment and hydrolysis steps. Recent reports in the literature have shown that the 
major inhibitors or deactivators of cellulases are phenols and xylooligosaccharides. 
Bioconversion of hemicelluloses by hemicellulases also has important practical 
applications in various agro-industrial processes in addition to the conversion of 
hemicellulosic biomass to fuels and chemicals. Hemicellulases, such as β-xylosidases, 
may also help alleviate the inhibitory effect of xylooligosacharides in cellulases. 
However, compared to cellulases, less is known about the inhibition or deactivation of 
hemicellulases and pectinases, especially for these inhibitors that are generated during 
pre-treatment and the hydrolysis of lignocellulosic substrates. Considering the 
importance of such enzymes for the complete degradation of lignocellulosic substrates, 
this review has a broad approach to providing information on the effect of inhibitors of 
holocellulases (cellulases, hemicellulases and pectinases).  






Applied Sciences (2012): 754-772 ISSN 2076-3417 
USE OF RESIDUAL BIOMASS FROM THE TEXTILE INDUSTRY AS 
CARBON SOURCE FOR PRODUCTION OF A LOW-MOLECULAR-WEIGHT 
XYLANASE FROM ASPERGILLUS ORYZAE 
 
Gilvan Caetano Duarte, Leonora Rios de Souza Moreira, Diana Paola Gómez-
Mendoza, Félix Gonçalves de Siqueira, Luís Roberto Batista, Lourdes Isabel Velho 
do Amaral, Carlos André Ornelas Ricart and Edivaldo Ximenes Ferreira Filho,* 
ABSTRACT 
Pretreated dirty cotton residue (PDCR) from the textile industry was used as an 
alternative carbon source for the submerged cultivation of Aspergillus oryzae and the 
production of xylanases. The filtered culture supernatant was fractionated by 
ultrafiltration followed by three chromatographic steps, which resulted in the isolation 
of a homogeneous low-molecular-weight xylanase (Xyl-O1) with a mass of 21.5 kDa as 
determined by sodium dodecyl sulfate-polyacrilamide gel electrophoresis (SDS-PAGE) 
co-polymerized with 0.1% oat spelt xylan. Enzyme catalysis was the most efficient at 
50 °C and pH 6.0. The Km values (mg·mL−1) for the soluble fraction of oat spelt and 
birchwood xylans were 10.05 and 3.34, respectively. Xyl-O1 was more stable in the 
presence of 5,5-dithio-bis-(2-nitrobenzoic acid) (DTNB), 1,4-dithiothreitol (DTT), L-
cysteine or β-mercaptoethanol, which increased the rate of catalysis by 40%, 14%, 40% 
or 37%, respectively. The enzyme stability was improved at pH 7.0 in the presence of 
20 mM L-cysteine, with the retention of nearly 100% of the activity after 6 h at 50 °C. 
Xyl-O1 catalyzed the cleavage of internal β-1,4 linkages of the soluble substrates 
containing D-xylose residues, with a maximum efficiency of 33% for the hydrolysis of 
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birchwood xylan after 12 h of incubation. Identification of the hydrolysis products by 
high-performance anion exchange chromatography coupled with pulsed amperometric 
detection (HPAEC-PAD) indicated the predominance of the hydrolysis products X2-X6 
during the first 12 h of incubation and the accumulation of higher xylooligomers after 
the elution of the last xylooligomer standard, xylohexaose. 







BMC Biotechnology (2011): 1-14 ISSN 1472-6750 
A NEW CHITINASE-LIKE XYLANASE INHIBITOR PROTEIN (XIP) FROM 
COFFEE (COFFEA ARABICA) AFFECTS SOYBEAN ASIAN RUST 
(PHAKOPSORA PACHYRHIZI) SPORE GERMINATION  
Erico AR Vasconcelos, Celso G Santana, Claudia V Godoy, Claudine DS Seixas, 
Marilia S Silva, Leonora RS Moreira, Osmundo B Oliveira-Neto, Daniel Price5, 
Elaine Fitches, Edivaldo XF Filho, Angela Mehta, John A Gatehouse,  
Maria F Grossi-De-Sa* 
ABSTRACT 
 
Background: Asian rust (Phakopsora pachyrhizi) is a common disease in Brazilian 
soybean fields and it is difficult to control. To identify a biochemical candidate with 
potential to combat this disease, a new chitinase-like xylanase inhibitor protein (XIP) 
from coffee (Coffea arabica) (CaclXIP) leaves was cloned into the pGAPZa-B vector 
for expression in Pichia pastoris. 
Results: A cDNA encoding a chitinase-like xylanase inhibitor protein (XIP) from coffee 
(Coffea arabica) (CaclXIP), was isolated from leaves. The amino acid sequence 
predicts a (b/a) 8 topology common to Class III Chitinases (glycoside hydrolase family 
18 proteins; GH18), and shares similarity with other GH18 members, although it lacks 
the glutamic acid residue essential for catalysis, which is replaced by glutamine. 
CaclXIP was expressed as a recombinant protein in Pichia pastoris. Enzymatic assay 
showed that purified recombinant CaclXIP had only residual chitinolytic activity. 
However, it inhibited xylanases from Acrophialophora nainiana by approx. 60% when 
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present at 12:1 (w/w) enzyme:inhibitor ratio. Additionally, CaclXIP at 1.5 µg/µL 
inhibited the germination of spores of Phakopsora pachyrhizi by 45%. 
 
Conclusions: Our data suggests that CaclXIP belongs to a class of naturally inactive 
chitinases that have evolved to act in plant cell defence as xylanase inhibitors. Its role 
on inhibiting germination of fungal spores makes it an eligible candidate gene for the 



















Identificação de cepas de Fungos Filamentosos Aspergillus terreus 
 
1. Extração de DNA 
 
Os micélio do isolado de A, terreus, foi crescido em frasco erlenmeyer contendo 
200 mL de meio de cultura mínimo (KH2PO4 1.51g/L, MgSO4.7H2O 0.52 g/L, NaCl 0.4 
g/L, ZnSO4.7H2O 1 mg/L, Fe(NO)3 •9H2O 2.0mg/L, 0.04mg/L de Biotina, e 1 mL/L da 
solução de elementos traço contendo: Na2B4O7•10H2O 100mg/L, MnCl2 50mg/L, Na2 
MoO4 •2H2O 50 mg/L e CuSO4.5H2O 250mg/L.  Extrato de levedura e lactose serão 
usados como fonte de nitrogênio e carbono nas concentrações de 4g/L e 20g/L, 
respectivamente) incubados a 30° e rotação de 180 rpm por 48 horas. O micélio foi 
recuperado por filtragem manual e mantido a -80°C.  
Após a maceração do micélio em cadinho de porcelana, o DNA genômico foi 
extraído segundo protocolo de Mello-de-Sousa, 2012, onde foram homogeneizados 200 
mg de micélio macerado em 1 mL de solução NDB a 4°C (250 mM sucrose, 60 mM 
KCl, 15 mM NaCl, 0.05 mM CaCl2, 3 mM MgCl2, 0.5 mM DTT, 15 mM Tris–HCl pH 
7.5). Em seguida foram adicionados 800 µL de fenol-clorofórmio (1:1), agitados por 
inversão e submetidos à centrifugação por 5 minutos a 12.000 xg e a fase aquosa 
coletado. Tal processo foi realizados duas vezes. Após ao segundo tratamento com 
fenol-clorofórmio, a fase aquosa foi submetido à tratamento com 800 µL de 
clorofórmio, agitados por inversão e submetidos à centrifugação por 5 minutos a 12.000 
xg. A fase aquosa foi coletada e tratada com 10 µg/mL de RNAse A a 37°C por 15 
minutos. Após o tratamento com RNAse A, foram adicionados 25 µL de Acetato de 
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Sódio 3M pH 5,2 e 550 µL de Etanol 70%, agitado por inversão e submetido a 
centrifugação por 15 minutos a 16.000 xg. Após a centrifugação o sobrenadante foi 
descartado e ao precipitado adicionou-se 1 ml de etanol a 95%, o qual foi submetido a 
centrifugação por 15 minutos a 16.000 xg. O sobrenadante foi descartado. Para 




A amplificação dos genes ocorreu utilizando-se os pares de primers ITS1F e 
ITS4 capazes de amplificar as regiões interespaçadoras dos genes do RNAr. Essas 
regiões não sofrem pressão evolutiva e são bem diferenciadas em indivíduos de espécies 
diferentes (tabela 1). As reações tiveram: 1 x tampão de Taq polimerase; 1,5 mM 
MgCl2; 0,2 mM dNTP; 25 pmol de cada primer; 3 U de Taq Polimerase; e 
aproximadamente 5 ng de DNA formando 25 µL de solução (WHITE, 1990). As 
condições de PCR foram: 10 min de desnaturação inicial, seguidos de 40 ciclos de 240 
segundos: Desnaturação 94ºC, 60 seg.; Anelamento 55ºC, 60 seg.; Extensão 72ºC, 120 











Os produtos de PCR foram purificados com o Kit Cycle Pure Kit D6493-02 da 
Omega para preparo da reação de sequênciamento. 
 
4. Sequenciamento Sanger 3130 
 
O seqüenciamento foi realizado no Centro de Genômica da Universidade 
Católica de Brasília, utilizando o método de Sanger (SANGER et al., 1977).  
 
5. Análise das sequências 
 
 As sequências foram analisadas através da comparação das obtidas com as do 
banco de dados GenBank utilizando-se o software BLAST (ALTSCHUL et al., 1990) 
Com o software BIOEDIT (HALL, 1999) as sequências de nucleotídeos foram 
examinadas. O software MEGA (Kumar et al., 2001) possibilitou a construção de 
árvores filogenéticas para análise das relações entre os fungos obtidos. 
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Pré-tratamento e análise química composicional dos bagaços de cana-de-açúcar 
 
1. Bagaço pré-tratado por explosão a vapor em escala industrial utilizando 
reator de 5000 litros – Usina Vale do Rosário 
O bagaço de cana na sua forma “in natura”, com 50% de umidade utilizado para 
o pré-tratamento foi analisado quanto a sua composição (Rocha, Silva et al., 1997; 
Gouveia, Nascimento et al., 2009).  
Composição química do bagaço “in natura” empregado:  
Componenets % em massa 
Celulose 43,8 ± 1,1 
Polioses 25,8 ± 0,8 
Lignina total 22,1 ± 0,8 
Cinzas 1,4 ± 0,2 
Extrativos (ciclo hexano/etanol 2:1) 6,1 ± 0,3 
Total 99,2 ± 0,8 
 
O bagaço “in natura”, contendo aproximadamente 50% de umidade foi 
carregado em reator de 5000 litros fabricado pela Caldema Equipamentos Industriais 
Ltda,, somando aproximadamente 1000 kg de bagaço úmido. O reator foi fechado 
pneumaticamente e pressurizado com vapor fluente até atingir uma pressão de 15,7 
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kg/cm2. Manteve-se pressurizado durante 7 minutos (pressão final 15,3 kg/cm2 
(equivalente a 200oC). Após este tempo o reator foi despressurizado subitamente, tendo 
a abertura total da válvula em aproximadamente 10 segundos. O material pré-tratado foi 
recolhido em um ciclone. Este material, 2500 kg (3 reações) foi transportado para a 
EEL/USP onde foi exaustivamente lavado até a remoção total dos componentes 
solubilizados na reação de auto hidrólise, seco ao ar livre e devidamente armazenado 
para futuras reações. Uma pequena quantidade deste material (3 amostras diferentes) 
foram caracterizadas quanto a sua composição química. 
Rendimento médio das reações de pré-tratamento foi de 68%. 
Composição química média de 3 reações: 
Componentes % em massa Rendimento = 68% 
Celulose 53,7 ± 0,6 36,5 ±0,6 
Poliose 8,9 ± 0,1 6,0 ± 0,1 
Lignina 32,3 ± 0,3 22,0 ± 0,1 
Cinzas 5,5 ± 0,2 22,0 ± 0,3 
Extrativos (ciclo hexano/etanol 2:1) ND 3,7 ± 0,2 
Total 100,3 ± 0,4 ND 
 
2. Bagaço pré-tratado com solução de ácido sulfúrico em escala piloto 
O bagaço “in natura” empregado nestes experimentos apresentou a seguinte 
composição:  




Componentes % em massa 
Celulose 43,4 ± 0,8 
Polioses 23,7 ± 0,6 
Lignina total 22,3 ± 0,2 
Cinzas 3,1 ± 0,1 
Extrativos (ciclo hexano/etanol 2:1) 4,5 ± 0,3 
Total 100,6 ± 0,5 
 
O pré-tratamento do bagaço na sua forma natural (BN) com aproximadamente 
50% de umidade foi efetuado em escala piloto em um reator de ferro revestido de aço 
inoxidável com capacidade de 350L, com uma solução de ácido sulfúrico contendo 100 
mg por grama de bagaço seco (1% m/v) e relação sólido/líquido de 1:10, a uma 
temperatura de 120ºC por 10 minutos. Após este período, procedeu-se a separação do 
bagaço pré-tratado com solução de ácido sulfúrico (H+) da fração sólida por 
centrifugação. 
Esse material foi lavado em uma centrífuga semi-industrial com capacidade de 
100 litros a 1100 rpm até a completa remoção dos açúcares presentes. O rendimento do 
experimento piloto foi de 65%, sendo solubilizadas 35% de seus componentes. 
Observação: os cálculos da segunda coluna são feitos a partir do rendimento do pré-
tratamento. Desta forma podemos comparar com o bagaço “in natura”. Exemplo: 89,0 x 
0,65 = 38,0 Composição química do bagaço pré-tratado com solução de ácido sulfúrico 
(H+) 
Componentes % em massa Rendimento = 68% 
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Celulose 58,4 ± 1,4 38,0 ± 1,2 
Poliose 6,5 ± 0,3 4,2 ± 0,3 
Lignina total 32,0 ± 0,2 20,8 ± 0,4 
Cinzas 2,9 ± 0,3 1,9 ± 0,1 
Total 99,3 ± 0,6 64,9 ± 0,8 
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